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1 Einleitung 
1.1 Enzyme als Katalysatoren für organische Synthesen 
1.1.1 Industrielle Relevanz enzymkatalysierter Prozesse 
 
Noch vor wenigen Jahren wurde die Verwendung von Biokatalysatoren meist nur dann in 
Betracht gezogen, wenn kein entsprechender chemischer Prozess zur Verfügung stand bzw. 
nur durch einen enzymatischen Prozess die benötigte Selektivität erreicht werden konnte. 
Mittlerweile sind die Möglichkeiten zur technischen Nutzung von Enzymen so weit 
entwickelt, dass bei entsprechender Wirtschaftlichkeit auch etablierte chemische Prozesse 
durch enzymkatalysierte Reaktionen ersetzt werden (Liese et al., 2000). Durch die 
Verwendung von enzymkatalysierten Prozessen kann häufig die Zahl der Reaktionsschritte 
reduziert werden und aufgrund der meist sehr viel höheren Chemo-, Regio- und Stereo-
selektivität im Vergleich zu chemischen Katalysatoren, wird die Ausbeute in Bezug auf das 
eingesetzte Substrat erhöht (Hilterhaus und Liese, 2007). Zudem sind Enzyme in der Regel 
unter milden Reaktionsbedingungen aktiv, was sowohl für die Prozessökonomie als auch für 
die Stabilität der erhaltenen Produkte von Vorteil ist (Patel, 2008). Biokatalysatoren werden 
entweder als isolierte Enzyme oder in Form von ganzen Zellen eingesetzt. Letzteres hat den 
Vorteil, dass die Proteinaufreinigung entfällt und durch gleichzeitige Expression ver-
schiedener Enzyme Mehrschrittreaktionen möglich sind bzw. im Fall von Redoxreaktionen 
eine ausreichende Cofaktorregenerierung gewährleistet werden kann (Kula, 2002, Matsuyama 
et al., 2002). Vorteile isolierter Enzyme liegen dagegen in der Vermeidung von uner-
wünschten Nebenreaktionen durch andere Enzyme, der Möglichkeit auch toxische Substrate 
umzusetzen und den häufig höheren Produktkonzentrationen (Buchholz et al., 2005). 
 
Im Bereich achiraler Bulkchemikalien können Enzyme selten gegenüber den etablierten 
chemischen Verfahren bestehen. Zu den wenigen enzymatischen Prozessen in diesem Bereich 
gehören die Herstellung von Acrylamid, High Fructose Corn Sirupe und Nikotinamid 
(Hilterhaus und Liese, 2007). Für die Synthese wichtiger chiraler Intermediate in der pharma-
zeutischen Industrie oder auch im Bereich der Nahrungsmittel- und Agrarindustrie, stellen 
Enzyme dagegen sehr attraktive Alternativen dar. Verschiedenste chirale Bausteine sind 
enzymatisch zugänglich, unter anderem Alkohole, Amine, Aminosäuren, Diole und Epoxide 
(Patel, 2008, Panke et al., 2004). Asymmetrische Synthesen in denen prochirale Substanzen 
enzymatisch in chirale, meist enantiomerenreine Intermediate umgesetzt werden, erfolgen 
meist unter Verwendung von Lyasen, Oxidoreduktasen oder Transferasen. Dagegen werden 
in kinetischen Resolutionsprozessen, bei denen racemische Gemische selektiv durch ein 
Enzym aufgetrennt werden, meist Hydrolasen eingesetzt (Straathof et al., 2002, Patel, 2008). 
Insbesondere durch die Kombination von chemischen und biologischen Reaktionsschritten 
können effiziente Prozesse entwickelt werden (Schoemaker et al., 2003, Pollard und Kosjek, 
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2008). Tabelle 1.1 listet einige Beispiele von chiralen, industriell relevanten Produkten auf, 
deren Herstellung auf enzymkatalysierten Reaktionen beruht.  
 
Tabelle 1.1 Auswahl einiger enzymatisch hergestellter, chiraler Produkte mit industrieller Relevanz 
(Liese et al., 2000). 
Produkt Enzym Firma [t/a] 
Aspartam Thermolysin DSM > 1000 
diverse chirale Alkohole Lipasen BASF > 1000 
diverse L-Aminosäuren Aminoacylase Degussa, Tanabe  > 1000 
L-Maleinsäure Fumarase Amino GmbH > 1000 
L-Milchsäure Dehalogenase Zeneca Life Science Molecules > 1000 
L-Carnitin Carnitindehydratase Lonza >   100 
L-Dopa Tyrosinphenollyase Ajinomoto Co., Ltd. >   100 
diverse chirale Amine Lipasen BASF >   100 
(R)-Mandelsäure Nitrilase BASF >   100 
(R)-Phenylacetylcarbinol Pyruvatdecarboxylase Krebs Biochemicals Ltd. >   100 
 
Die Anzahl biokatalytischer Prozesse nimmt stetig zu und optimistische Prognosen besagen, 
dass bereits 2010 die Produktion von etwa 30-60 % aller Feinchemikalien auf biotechno-
logischen Prozessen basieren könnte (Soetaert und Vandamme, 2006). Einige wichtige 
Entwicklungen tragen maßgeblich dazu bei, dass enzymkatalysierte Reaktionen im Vergleich 
zu chemischen Prozessen fortwährend konkurrenzfähiger werden. Durch die Verwendung von 
unkonventionellen Medien wird das Reaktions- bzw. Reaktandenspektrum enzymkatalysierter 
Prozesse beträchtlich erweitert. Zudem ermöglicht das ständig wachsende Wissen um Protein-
struktur-Funktionsbeziehungen in Verbindung mit entsprechenden molekularbiologischen 
Methoden die gezielte Optimierung von Enzymen für die technische Anwendung.   
 
1.1.2 Enzymkatalyse in unkonventionellen Medien 
 
Die Vorstellung Enzyme könnten nur in rein-wässrigen Lösungen verwendet werden, 
schränkte lange Zeit ihren Einsatz als spezifische Katalysatoren in organischen Synthesen ein. 
Mittlerweile werden enzymatische Reaktionen auch zunehmend in unkonventionellen Medien 
wie organischen Lösungsmittel, überkritischen Fluiden (vor allem überkritisches CO2), 
ionischen Flüssigkeiten oder in der Gasphase durchgeführt, was die Einsatzmöglichkeiten 
vieler Enzyme enorm erweitert (Halling, 2004, Ballesteros et al., 1995, Vermue und Tramper, 
1995). Vorteile bei der Verwendung alternativer Reaktionsmedien ergeben sich vor allem aus 
den meist besseren Lösungseigenschaften für hydrophobe Reaktanden und der Vermeidung 
hydrolytischer Neben- bzw. Folgereaktionen (Kim et al., 2007). Zudem ist die Produkt-
aufarbeitung aus nicht-wässrigen Medien häufig mit einem geringeren apparativen Aufwand 
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und insgesamt weniger Aufarbeitungsschritten verbunden (Pollard und Kosjek, 2008). Zum 
Teil verändert sich in nicht-wässrigen Medien auch das chemische Gleichgewicht einer 
Reaktion, sodass sich erhöhte Produktausbeuten ergeben bzw. ganz andere Reaktionen 
durchgeführt werden können (Halling, 1990, Vermue und Tramper, 1995, Adlercreutz, 2008). 
Eines der bekanntesten Beispiele ist die Verwendung von hydrolytischen Enzymen wie 
Lipasen in organischen Lösungsmitteln. In Abwesenheit von Wasser, welches in 
hydrolytischen Reaktionen als Reaktand fungiert, katalysieren diese Enzyme die 
entsprechende Synthesereaktion, z. B. die Veresterung von Carbonsäuren und Alkoholen 
(Adlercreutz, 2008). Auch Zweiphasensysteme aus einer wässrigen Phase und einem 
alternativen Reaktionsmedium kommen zur Anwendung. Besonders häufig wurde dies für 
Zweiphasensystem mit organischen Lösungsmitteln beschrieben (Fernandes und Cabral, 
2008). Der Vorteil gegenüber nicht-wässrigen Einphasensystemen besteht darin, dass die 
Enzyme selbst in der wässrigen Phase vorliegen, während die zweite, nicht-wässrige Phase 
der Substratversorgung und der Produktextraktion dient. Durch die Verwendung eines 
Zweiphasensystems können die Vorteile der alternativen Lösungsmittel auch für Enzyme 
genutzt werden, die in den entsprechenden unkonventionellen Einphasensystemen, z. B. rein 
organischen Lösungsmitteln, nicht aktiv sind. 
 
Tabelle 1.2 Beispiele enzymkatalysierter Prozesse, die in organischen Lösungsmitteln oder wässrig-
organischen Zweiphasensystemen durchgeführt werden.  
Reaktion Reaktionssystem Firma 
Racemattrennung zur Gewinnung 
enantiomerenreiner Carbonsäuren 
Subtilisin Carlsberg,  
wässrig-organische Emulsion  
Hoffmann-La Roche  
(Doswald et al., 1994) 
Racemattrennung von 
optisch aktiven Aminen 
Burkholdia plantarii Lipase, 
Methyl-tert-Butylether 
BASF  
(Balkenhohl et al., 1997) 
Herstellung enantiomerenreiner 
Cyanohydrin-Derivate 
Hydroxynitrilasen,  
wässrig-organische Emulsion 
DSM 
(Poechlauer et al., 2004) 
Racemattrennung 
optisch aktiver Ketone 
Ketoreduktase,  
organisches Cosolvens  
Merck 
(Truppo et al., 2007) 
Synthese enantiomerenreiner 
4-Halo-3-Hydroxybuttersäure- 
Derivate 
Ketoreduktase,  
wässrig-organische Emulsion 
Codexis 
(Davis et al., 2004) 
 
Insgesamt kann das große Potential von Enzymen als selektive Katalysatoren durch die 
Verwendung unkonventioneller Medien effektiver genutzt werden. Dies trägt mit dazu bei, 
enzymatische Reaktionen als Alternativen zu chemischen Prozessen zu etablieren. Einige Bei-
spiele von enzymkatalysierten Prozessen, die erfolgreich unter Verwendung von organischen 
Lösungsmitteln durchgeführt werden, können Tabelle 1.2 entnommen werden. Die übrigen 
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alternativen Reaktionsmedien finden in der Enzymkatalyse erst in den letzten Jahren 
Anwendung und haben daher bisher in der Industrie noch keine große Relevanz. 
 
Die bisher aufgeführten Effekte sind weniger auf die Enzyme selbst, als auf die Lösungs- und 
Verteilungseigenschaften der Substanzen sowie die Thermodynamik der Reaktion zurück-
zuführen. Durch direkte Interaktionen zwischen Lösungsmitteln und Enzymmolekülen bzw. 
den hieraus resultierenden Effekten auf die Proteinstruktur, wird jedoch auch häufig die 
Aktivität, Selektivität oder Stabilität der Enzyme beeinflusst. Besonders viele Unter-
suchungen befassten sich bis heute mit dem Einfluss von organischen Lösungsmitteln auf 
Enyzme. Mehrfach ergaben sich Änderungen in der Chemo-, Regio- oder Stereoselektivität 
und auch die Umkehrung der Enantiopräferenz wurde beschrieben (Wescott und Klibanov, 
1994, Wescott und Klibanov, 1997, Griebenow et al., 1999, Gonzalo et al., 2006, Ottosson et 
al., 2002). Untersuchungen in unpolaren, rein organischen Lösungsmitteln zeigten, dass die 
verwendeten Enzyme aufgrund einer verringerten Flexibilität in Abwesenheit von Wasser 
eine höhere strukturelle Stabilität besaßen. Allerdings resultierte aus der geringeren Flexi-
bilität meist auch eine viel niedrigere Aktivität (Halling, 2004, Griebenow et al., 2001, 
Hutcheon et al., 2000). Dagegen war die Stabilität von Enzymen in polaren organischen 
Lösungsmitteln sowie in wässrig-organischen Zweiphasensystemen meist stark reduziert (Bell 
et al., 1997, Griebenow und Klibanov, 1996, Ross et al., 2000b, Baldascini und Janssen, 
2005, Bauer et al., 1999). Obwohl bereits viele Auswirkungen von Lösungsmitteln auf 
Enzyme eingehend untersucht und oftmals erklärt werden konnten, besteht bis heute nur 
begrenzt die Möglichkeit die erlangten Erkenntnisse für allgemeine Vorhersagen zu nutzen.  
 
1.1.2.1 Wässrig-organische Zweiphasensysteme 
 
Wässrig-organische Zweiphasensysteme finden schon seit etwa 30 Jahren Anwendung in der 
Enzymkatalyse (Fernandes und Cabral, 2008). In diesen Systemen liegen Enzyme und 
Cofaktoren in der meist gepufferten wässrigen Phase vor. Die zweite Phase besteht aus einem 
nicht-wassermischbaren Lösungsmittel, welches das Substrat in hohen Konzentrationen lösen 
kann und im Idealfall eine effektive Extraktion des Produkts ermöglicht. Da Substrate und 
Produkte immer nur in geringen Konzentrationen in der wässrigen Phase vorliegen, werden 
Substrat- und Produktinhibierungen vermieden (Spiess et al., 2008, Vermue und Tramper, 
1995). Umgesetztes Substrat wird kontinuierlich durch nachdiffundierende Substratmoleküle 
aus der organischen Phase ersetzt. Durch die kontinuierliche Entfernung des Produkts aus der 
reaktiven Phase können thermodynamische Limitationen der Reaktion überwunden und der 
Umsatz gesteigert werden (Martinek et al., 1981, Eggers et al., 1989, Eckstein et al., 2006, 
Spiess et al., 2008). Zudem ist die Aufkonzentrierung des Produkts in der organischen Phase 
für die weitere Produktaufarbeitung von großem Vorteil (Ansorge-Schumacher, 2007, 
Eckstein et al., 2006). Auch die Integration der enzymatischen Reaktionen in bestehende 
Prozesse, die häufig in organischen Lösungsmitteln stattfinden, kann unter Umständen durch 
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die kontinuierliche Extraktion sowie die räumliche Trennung von Produkt und Enzym 
erleichtert werden (Spiess et al., 2008, Pollard und Kosjek, 2008, Halling, 2002). 
 
Verschiedene Formen von Zweiphasensystemen finden in der Enzymkatalyse Anwendung 
(Fernandes und Cabral, 2008). Neben dem Einsatz von Systemen in denen die zwei Phasen 
als gut unterscheidbare Volumenelemente vorliegen, werden vor allem Emulsionen und 
Hydrogel-Immobilisate verwendet, wobei jedes System seine eigenen Vorteile bietet. Das 
erstgenannte System wird häufig in Form so genannter Lewis-Zellen verwendet und eignet 
sich besonders für Untersuchungen zum Einfluss der Phasengrenzfläche, da diese gut zu 
definieren und reproduzieren ist (Woodley et al., 1991, Bauer et al., 2002). Allerdings können 
aufgrund des ungünstigen Verhältnisses der Phasenvolumina zur Grenzfläche nur geringe 
Produktivitäten erreicht werden, was den Einsatz dieses Systems in technischen Prozessen 
ausschließt. In Emulsionssystemen ist die spezifische Grenzfläche sehr viel größer, sodass ein 
effektiver Stofftransport zwischen den Phasen gewährleistet ist und höhere Produktivitäten 
erzielt werden können (Ballesteros et al., 1995). In diesem Fall ist die Grenzfläche jedoch 
kaum definierbar, da sie maßgeblich von der Tropfengröße und deren Lebensdauer abhängt 
(Fernandes und Cabral, 2008). Zudem ist für die Aufrechterhaltung der Emulsion ein hoher 
Energieeintrag nötig. Zur Stabilisierung der Emulsion können Tenside eingesetzt werden. Die 
resultierenden Mikroemulsionen oder reversen Mizellen sind fein dispergierte wässrige 
Tropfen, die durch das amphiphile Tensid von der organischen Phase abgeschirmt und 
stabilisiert werden. Dies kann sich jedoch nachteilig auf die Produktabtrennung sowie die 
Rückgewinnung der Enzyme auswirken, deren Stabilität zudem durch Interaktion mit den 
Tensidmolekülen herabgesetzt sein kann (Carvalho und Cabral, 2000). Eine weitere Möglich-
keit zur Stabilisierung der wässrigen Phase stellen Hydrogel-Immobilisate dar. Diese können 
als feste wässrige Phase in organischen Lösungsmitteln suspendiert werden und ermöglichen 
eine effektive Abtrennung bzw. Rückhaltung des Katalysators vom Reaktionsmedium. Zudem 
erfahren viele Enzyme eine signifikante Stabilitätssteigerung durch die Immobilisierung 
(Ansorge-Schumacher, 2007). Bei dieser Art der Immobilisierung ist jedoch teilweise der 
Stofftransport zwischen den Phasen bzw. innerhalb der Matrix problematisch (Fernandes und 
Cabral, 2008). Es bietet sich an, grundlegende Charakterisierungen in definierten 
Zweiphasensystemen (Lewis-Zelle) durchzuführen, während für die technische Anwendung 
letztlich Emulsionssysteme oder Immobilisate eingesetzt werden sollten. 
 
In jedem Fall ist die Wahl eines geeigneten organischen Lösungsmittels von entscheidender 
Bedeutung (Spiess et al., 2008, Fernandes und Cabral, 2008). Neben Kriterien wie Preis oder 
Toxizität spielen vor allem das Lösungsvermögen für Substrate und Produkte sowie der 
Einfluss auf den Katalysator bzw. die katalysierte Reaktion selbst eine wichtige Rolle. 
Sowohl die Löslichkeit der Reaktanden in verschiedenen Lösungsmitteln, als auch deren Ver-
teilungsgleichgewichte in den analogen Zweiphasensystemen können heutzutage sehr präzise 
durch unterschiedliche Methoden und Berechnungen vorhergesagt werden (Halling, 1990, 
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Peters et al., 2008a, Peters et al., 2008b, Spiess et al., 2008). Im Gegensatz dazu sind die 
Effekte auf die Enzyme selbst meist nur bedingt abzusehen, obwohl bereits in vielen Studien 
versucht wurde, die Aktivität bzw. Stabilität von Enzymen mit verschiedenen Lösungsmittel-
eigenschaften zu korrelieren. Zu den am häufigsten verwendeten Parametern gehören der 
Hildebrand Parameter, der log P, die Dielektrische Konstante und die Solvationsenergie 
(Adlercreutz, 2008, Khmelnitsky et al., 1991b). Aber auch Korrelationen zwischen Aktivität/ 
Stabilität und dem Molekulargewicht des Lösungsmittels (Brink und Tramper, 1985) oder 
bestimmten funktionellen Gruppen (Villela Filho et al., 2003) wurden beschrieben. Da die 
Lösungsmittel die enzymatische Reaktion jedoch auf sehr verschiedene Weise beeinflussen 
können, ist es nicht möglich bzw. sinnvoll, den Effekt eines Lösungsmittels nur anhand einer 
physikochemischen Eigenschaft zu erklären. Zudem sind die Auswirkungen auch maßgeblich 
von den strukturellen Eigenschaften der verwendeten Proteine abhängig. Prinzipiell können 
zwei Arten von Lösungsmitteleinflüssen unterschieden werden. Zum einen kann die Gegen-
wart von Lösungsmittelmolekülen in der wässrigen Phase die Solvatisierung von Substraten, 
Produkten und Aminosäureseitenketten im aktiven Zentrum verändern und so die enzyma-
tische Aktivität beeinflussen und/oder die Gleichgewichtslage der Reaktion verschieben 
(Halling, 2004, Mozhaev et al., 1989, Remy et al., 1985). Zum anderen kann es zu direkten 
Interaktionen zwischen Lösungsmittel und Enzym kommen, welche sich auf die Aktivität, 
Selektivität oder Stabilität des Enzyms auswirken. Wenn Lösungsmittelmoleküle direkt im 
Bereich des aktiven Zentrums binden, können sie als Inhibitoren wirken, indem sie die 
Zugänglichkeit für das Substrat und damit die katalytische Aktivität verhindern (Nakamura et 
al., 1995, Mattos und Ringe, 2001). Aber auch durch Interaktionen der Lösungsmittel in 
entfernteren Proteinbereichen können strukturelle Umlagerungen induziert werden, in deren 
Folge Aktivität und Selektivität des Enzyms sowohl negativ als auch positiv beeinflusst 
werden kann (Jongejan, 2008). Wenn die strukturellen Veränderungen durch die Interaktionen 
zu gravierend sind, wird das Enzym irreversible inaktiviert.  
 
1.1.2.2 Enzymstabilität in wässrig-organischen Zweiphasensystemen 
 
Neben Faktoren, welche die Stabilität von Proteinen auch in rein wässrigen Systemen 
beeinflussen können (pH-Wert, Temperatur, usw.), kommt es in wässrig-organischen Zwei-
phasensystemen häufig zusätzlich zu inaktivierenden Interaktionen mit den verwendeten 
organischen Lösungsmitteln. Dabei wird zwischen dem inaktivierenden Einfluss gelöster 
Lösungsmittelmoleküle innerhalb der wässrigen Phase (molekulare Toxizität) und der Inakti-
vierung aufgrund von Interaktionen mit der hydrophoben Grenzfläche (Grenzflächentoxizität) 
unterschieden (Vermue und Tramper, 1995). Für die molekulare Toxizität spielen viele 
Lösungsmitteleigenschaften eine Rolle, unter anderem das Vorhandensein funktioneller 
Gruppen, welche mit bestimmten Aminosäuren reagieren können, oder die Polarität. Gängige 
Konzepte gehen davon aus, dass es innerhalb der wässrigen Phase zu einer Dehydratisierung 
der Proteinmoleküle kommt, bei der Wassermoleküle an der Proteinoberfläche gegen 
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Lösungsmittelmoleküle ausgetauscht werden. Die Bindung verschiedener Lösungsmittel an 
Proteinoberflächen konnte anhand von Proteinkristallstrukturen, die in Gegenwart von 
organischen Lösungsmitteln aufgenommen wurden, nachgewiesen werden (Mattos und 
Ringe, 2001). Die Dehydratisierung kann zur Störung bzw. zur Ausbildung neuer nicht-
kovalenter Interaktionen führen, die für die Aufrechterhaltung der dreidimensionalen Struktur 
essentiell sind bzw. diese stören. Durch die resultierenden strukturellen Veränderungen wird 
das Protein teilweise denaturiert (Khmelnitsky et al., 1991b). Verschiedene Lösungsmittel 
dehydratisieren Proteine unterschiedlich stark, sodass der Effekt auch maßgeblich von der 
vorliegenden Lösungsmittelkonzentration abhängt. Unpolare Lösungsmittel liegen aufgrund 
ihrer geringen Wasserlöslichkeit meist in so niedrigen Konzentrationen in der wässrigen 
Phase vor, dass sich nur wenig molekulare Interaktionen mit den Proteinmolekülen ergeben 
(Mozhaev et al., 1989, Khmelnitsky et al., 1991a).  
 
 
Abbildung 1.1 Inaktivierung von Enzymen an der Grenzfläche in wässrig-organischen Zweiphasen-
systemen: (1) Reversible Adsorption, (2) irreversible strukturelle Umlagerungen, (3) reversible 
Desorption, (4) irreversible Aggregation und Präzipitation (nach: Baldascini und Janssen, 2005). 
 
Theorien zur Grenzflächeninaktivierung besagen, dass es infolge von Interaktionen zwischen 
hydrophoben Bereichen des Enzymmoleküls und dem hydrophoben Lösungsmittel zu einer 
Adsorption des Enzyms an der Grenzfläche kommt. Durch diese Anlagerung werden Wasser-
moleküle an der Grenzfläche verdrängt. Dies ist aus thermodynamischer Sicht günstig und 
stellt die treibende Kraft für die Adsorption dar. Durch partielle Entfaltung des adsorbierten 
Enzymmoleküls können verstärkt hydrophobe Bereiche des Moleküls an die Oberfläche 
gelangen und die Interaktion mit der Grenzfläche wird weiter forciert (Ghatorae et al., 1994, 
Ross et al., 2000b). Obwohl die Adsorption selbst meist reversibel ist, sind die 
Konformationsänderungen durch die hydrophoben Interaktionen häufig so erheblich, dass die 
desorbierten Enzymmoleküle ihre aktive Konformation nicht wieder erlangen können. 
Aufgrund der nun exponierten hydrophoben Enzymbereiche kommt es zur Aggregation mit 
anderen desorbierten Enzymmolekülen, in deren Folge auch häufig eine Präzipitation der 
aggregierten Moleküle zu beobachten ist (Baldascini und Janssen, 2005, Ghatorae et al., 
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1994). Für das Ausmaß der Grenzflächeninaktivierung sind daher vor allem die Stärke der 
Adsorption und der Grad der Konformationsänderungen, die aus der Adsorption resultieren 
ausschlaggebend. Da hydrophobe Interaktionen die treibende Kraft für die Adsorption sind, 
wird diese sowohl durch Eigenschaften des Lösungsmittels als auch Eigenschaften des 
Enzymmoleküls beeinflusst. Auch ein Einfluss des pH-Wertes und der Ionenstärke in der 
wässrigen Phase wurden beobachtet (Ross et al., 2000a). In den Untersuchungen von 
Ghatorae et al. (1994) ergab sich eine gute Korrelation zwischen der Inaktivierung an der 
Grenzfläche und der Grenzflächenspannung. Diese ist abhängig von der Polarität und Struktur 
des verwendeten Lösungsmittels. Je niedriger die Grenzflächenspannung ist, desto geringer ist 
die treibende Kraft für die Adsorption. Zudem führen Interaktionen mit polaren funktionellen 
Gruppen an der Grenzfläche meist zu verhältnismäßig begrenzten strukturellen Verände-
rungen. Abgesehen von diesen generellen Unterschieden zwischen polaren und unpolaren 
Lösungsmitteln, können bestimmte funktionelle Gruppen (z. B. Carboxylgruppen) an sich zu 
einer Inaktivierung an der Grenzfläche führen, da sie mit den funktionellen Gruppen der 
Aminosäureseitenketten reagieren können (Ross et al., 2000b). In Bezug auf die Protein-
eigenschaften konnte gezeigt werden, dass Proteine mit einer sehr starren und kompakten 
Struktur meist eine höhere Stabilität an Grenzflächen aufweisen als Proteine die über flexible 
Strukturbereiche verfügen. Dies wird darauf zurückgeführt, dass die Flexibilität der drei-
dimensionalen Struktur maßgeblich darüber entscheidet wie stark die strukturellen 
Veränderungen infolge der Adsorption ausfallen. Parameter, für die sich zum Teil gute Kor-
relationen mit gemessenen Stabilitätsdaten ergaben, sind die adiabatische Kompressibilität, 
die Schmelztemperatur und die Hydrophobizität der Proteinmoleküle. Außerdem zeigten 
kleinere Proteine häufig eine höhere Stabilität als größere, wahrscheinlich weil sie eine 
geringere Interaktionsfläche bieten (Ross et al., 2000b). Letztendlich kann jedoch das 
Verhalten eines Proteins in Gegenwart einer organischen Lösungsmittelphase nicht anhand 
eines einzigen Parameters vorhergesagt werden. Vielmehr muss eine Vielzahl an Protein- 
sowie Lösungsmitteleigenschaften berücksichtigt werden. Des Weiteren ist nicht auszu-
schließen, dass die Enzymstabilität durch eine Kombination von molekularer und 
Grenzflächentoxizität beeinflusst wird und diese Mechansimen daher kaum getrennt 
voneinander betrachtet werden können.  
 
1.2 Strategien zur Enzymstabilisierung für die technische Anwendung 
 
Die Stabilität von Enzymen - nicht nur in unkonventionellen Medien - ist häufig ein 
limitierender Faktor bei der Implementierung enzymatischer Reaktionen in technischen Pro-
zessen. Sie haben eine komplexe dreidimensionale Struktur, die essentiell für die Entfaltung 
ihrer katalytischen Aktivität ist. Wenn es unter den angewendeten Prozessbedingungen zu 
strukturellen Veränderungen kommt, beispielsweise durch Interaktionen mit Grenzflächen, ist 
häufig ein rapider Aktivitätsverlust die Folge. Es besteht daher ein großer Bedarf an stabilen 
Enzymen, die auch unter relevanten Prozessbedingungen ihre Aktivität aufrechterhalten 
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können. Eine Erhöhung der Stabilität kann entweder durch Optimierung des Reaktions-
mediums (medium engineering) oder durch Stabilisierung des Enzyms selbst erreicht werden 
(Vermue und Tramper, 1995, Krishna, 2002). Unter medium engineering versteht man sowohl 
die Variation des Lösungsmittels, z. B. den Ersatz von Puffersystemen gegen die bereits 
vorgestellten unkonventionellen Medien, als auch den Zusatz von organischen Lösungs-
mitteln oder ionischen Flüssigkeiten als Cosolventien in wässrigen Medien (Adamczak und 
Krishna, 2004, Fágáin, 1995). Auch stabilisierende Substanzen wie z. B. Glycerin oder 
Trehalose werden zur Optimierung des Reaktionsmediums eingesetzt (Torchilin und 
Martinek, 1979, Fágáin, 1995, Pazhang et al., 2006). Besonders die Auswahl potentieller 
organischer Lösungsmittel bzw. ionischer Flüssigkeiten ist groß und damit auch die Wahr-
scheinlichkeit ein geeignetes Reaktionsmedium zu finden. Wie die Ausführungen in Kapitel 
1.1.2 jedoch zeigten, sind viele Effekte von organischen Lösungsmitteln nicht vorherzusagen, 
sodass ein optimales Lösungsmittel häufig nur durch Austesten zu finden ist. Ähnliches gilt 
auch für ionische Flüssigkeiten. Die Methoden, die zur Stabilisierung der Proteinmoleküle 
selbst eingesetzt werden, lassen sich in drei Kategorien unterteilen: (1) Immobilisierung von 
Enzymen durch Bindung an verschiedene Trägermaterialien oder Einschluss in polymere 
Matrices oder Membranen. (2) Kovalente chemische Modifikation von Aminosäureresten des 
Proteins mit verschiedenen Reagenzien. (3) Veränderung der Primärstruktur durch gerichtete 
Mutagenese oder gerichtete Evolution. Im Folgenden sollen die für diese Arbeit relevanten 
Methoden näher vorgestellt werden.  
 
1.2.1 Chemische Modifizierung 
 
Die chemische Modifikation, bei der verschiedene Reagenzien kovalent an bestimmte 
funktionelle Gruppen von Proteinen gebunden werden, ist eine der ältesten Methoden die zur 
Veränderung von Proteineigenschaften eingesetzt wird. Vor allem zur Aufklärung von 
Struktur-Funktionsbeziehungen von Enzymen und dabei speziell zur Identifikation von 
Aminosäureresten, die für die katalytische Aktivität essentiell sind, war sie die Methode der 
Wahl bevor Röntgenstrukturanalyse und NMR-Spektroskopie für diese Analysen etabliert 
wurden (Means und Feeney, 1990). In den letzten Jahren wurde die chemische Modifizierung 
zunehmend dazu verwendet Proteineigenschaften gezielt durch das Einbringen bestimmter 
Funktionalitäten zu optimieren, z. B. zur Erhöhung der Löslichkeit oder der Stabilität 
(DeSantis und Jones, 1999). Im Gegensatz zur gerichteten Mutagenese oder Evolution ergibt 
sich hierbei auch die Möglichkeit, funktionelle Gruppen einzubringen, die nicht durch eine 
der 20 proteinogenen Aminosäuren zur Verfügung stehen. Prinzipiell können alle 
Aminosäurereste modifiziert werden, jedoch sind meist lediglich die polaren Aminosäuren 
aufgrund ihrer ionisierbaren Seitenketten ausreichend reaktiv. Die jeweils unprotonierten 
Spezies können als potente Nukleophile in verschiedenen Additionsreaktionen agieren. Aus 
diesem Grund spielt bei den Modifizierungsreaktionen vor allem der pH-Wert eine entschei-
dende Rolle. Die Auswahl an Methoden und vor allem an modifizierenden Reagenzien ist 
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sehr groß. Unterschieden wird dabei meist zwischen monofunktionalen und bi- bzw. multi-
funktionalen Reagenzien. Letztere führen zur intra- und/oder intermolekularen Querver-
netzung von Proteinen. Da es durch die Quervernetzung zur Bildung fester Proteinaggregate 
kommen kann, wird diese Methode auch häufig der Immobilisierung zugeordnet. Mono-
funktionale Reagenzien dagegen besitzen nur eine reaktive Gruppe, die mit bestimmten 
Aminosäureresten reagiert. Des Weiteren erfolgt häufig eine Unterteilung nach modifiziertem 
Aminosäurerest oder Art der entstandenen kovalenten Bindung (z. B. Amid, Ester, usw.). 
Tabelle 1.3 fasst einige Methoden zur chemischen Modifizierung von Proteinen zusammen. 
 
Tabelle 1.3 Methoden zur chemischen Modifizierung von Proteinen. 
Aminosäureseitenkette Reaktion  Reagenzien 
Aminogruppe (α, Lys) Acetylierung Anhydride, NHS-Ester, Acylazide  
 Alkylierung Aldehyde, Ketone, Epoxide, Oxirane, 
Glyoxale 
 Amidinierung Imidoester, Imidate 
 Carbamatbildung Carbonate 
Carboxylgruppe (Asp, Glu) Veresterung Diazoacetylderivate 
 Amidbildung  Amine, erst nach Aktivierung mit 
Carbodiimidazol oder Carbodiimiden 
Guanidinogruppe (Arg) Alkylierung Dicarbonyl-Derivate 
Imidazolgruppe (His) Alkylierung Diethylpyrocarbonat 
Thiolgruppe (Cys) Alkylierung Halogen-Acetate, Halogen-Acetamide, 
Maleimide 
 Oxidation Dithiobis(2-Nitrobenzolsäure), 
Benzofurozan 
Phenolgruppe (Tyr) Nitrierung Tetranitromethan 
 
Besonders häufig werden Aminogruppen modifiziert, da sie sehr reaktive Nukleophile bilden 
und die Modifizierung sehr schnell und mit guten Modifizierungsgraden durchzuführen ist 
(Roberts et al., 2002). Auch die Modifizierung der Carboxylgruppen findet Anwendung, vor 
allem zur chemischen Glycosylierung von Proteinen. Problematisch ist dabei häufig, dass 
Carboxylgruppen in wässrigen Lösungen nur eine schwache Nukleophilie aufweisen und eine 
Kopplung über eine nukleophile Addition daher häufig nicht funktioniert. Sie können jedoch 
durch die Reaktion mit Carbonyldiimidazol oder Carbodiimiden aktiviert werden. Die 
aktivierten Carboxylatgruppen werden dann in einer zweiten Reaktion modifiziert, wobei die 
aktivierende Gruppe wieder freigesetzt wird. Meist werden die aktivierten Carboxylgruppen 
durch die Reaktion mit Aminen zu Amiden umgesetzt (Eyzaguirre, 1996). Ein Nachteil der 
chemischen Modifikation ist die geringe Selektivität, da meist neben der Zielgruppe auch 
andere funktionelle Gruppen mit den modifizierenden Substanzen reagieren können. Einige 
dieser Nebenreaktionen können durch die Wahl der Reaktionsbedingungen unterdrückt 
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werden. Insbesondere der pH-Wert entscheidet über die Reaktivität einzelner Aminosäure-
seitenketten, da diese vom pKs-Wert der einzelnen funktionellen Gruppen abhänigig ist. 
Andere Nebenprodukte bilden keine stabilen Bindungen und werden daher schnell wieder 
hydrolysiert. Letztendlich können Nebenreaktionen bzw. Effekte, die sich durch diese ergeben 
können, jedoch nie ganz ausgeschlossen werden (Means und Feeney, 1990). Des Weiteren ist 
die Modifizierung eines individuellen Aminosäurerestes nicht möglich, auch wenn nicht jeder 
Rest für das Modifizierungsreagenz gleich zugänglich ist. Das Resultat ist, dass das Produkt 
einer Modifizierungsreaktion meist sehr heterogen und vor allem wenig reproduzierbar ist. 
Nichtsdestotrotz konnte sich die chemische Modifizierung als effektive Methode zur 
Optimierung von verschiedensten Proteineigenschaften etablieren. Eine Erhöhung der 
Proteinstabilität wurde für die Modifizierung freier Aminogruppen mit Anhydriden (Liu et 
al., 2006, Liu und Wang, 2007, Vinogradov et al., 2001, Kudryashova et al., 1997), 
Aldehyden (Kudryashova et al., 1997, Vinogradov et al., 2001), Imidoestern (Ryan et al., 
1994) und verschiedenen Polymeren wie Polyethyleglycol (Rodriguez-Martinez et al., 2008, 
Salleh et al., 2002), Polysaccharose (Venkatesh und Sundaram, 1998) und Polystyrol 
(Narayanan et al., 2007) beschrieben. Auch durch chemische Glycosylierung konnte eine 
Stabilisierung verschiedener Proteinen erzielt werden (Swanwick et al., 2005, Baek und 
Vijayalakshmi, 1997, Solá und Griebenow, 2006). Obwohl sich die meisten Studien mit der 
Temperaturstabilität beschäftigten, wurde für einige der Proteinvarianten auch eine 
Stabilisierung in Gegenwart organischer Lösungsmittel nachgewiesen, wobei diese entweder 
in Form von Cosolventien oder als reine organische Lösungsmittel zum Einsatz kamen (u. a. 
Vinogradov et al., 2001, Khmelnitsky et al., 1991a, Wang et al., 1999, Ampon et al., 
1991,Liu et al., 2006, Liu und Wang, 2007). Untersuchungen zur Stabilität von chemisch 
modifizierten Proteinen in wässrig-organischen Zweiphasensystemen wurden bisher nicht 
beschrieben. 
 
1.2.2 Rationales Protein-Design  
 
Die rationale Veränderung von Enzymeigenschaften durch gerichtete Mutagenese gewinnt 
zunehmend an Bedeutung. Durch die Untersuchung von Proteinstrukturen mittels Röntgen-
strukturanalyse oder NMR-Spektroskopie und die Korrelation mit entsprechenden bio-
chemischen Daten, können verstärkt Struktur-Funktionsbeziehungen von Proteinen erklärt 
werden. Vor allem durch gezielte Veränderungen der Aminosäuresequenz und eine folgende 
Charakterisierung und Strukturanalyse der resultierenden Proteinvarianten, konnten wichtige 
Erkenntnisse über Enzymeigenschaften wie Aktivität, Selektivität oder Stabilität erhalten 
werden (Kazlauskas, 2000). Wenn die dreidimensionale Struktur eines Enzyms nicht bekannt 
ist, kann auf Grundlage homologer Proteinstrukturen ein Näherungsmodell erstellt werden. 
Zur Erforschung bestimmter Proteinbereiche werden neben dem gezielten Austausch 
einzelner Aminosäuren auch häufig ungerichtetere Methoden verwendet, bei denen die zu 
untersuchenden Aminosäurepositionen nach dem Zufallsprinzip gegen eine andere 
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Aminosäure ausgetauscht werden. Diese bilden eine Zwischenstufe zur gerichteten Evolution, 
in der meist die gesamte Primärsequenz für die Mutagenese zugänglich ist (May et al., 2002). 
In jedem Fall können die so identifizierten Struktur-Funktionsbeziehungen als Grundlage für 
eine gezielte Optimierung verschiedener Proteineigenschaften dienen. Besonders zur 
Aufklärung und Optimierung der Chemo-, Regio- und Stereoselektivität verschiedener 
Enzyme stellt die gerichtete Mutagenese heutzutage die Standardmethodik dar (Kazlauskas, 
2005). Aber auch eine Stabilisierung von Enzymen gegenüber verschiedenen inaktivierenden 
Einflüssen (z. B. Temperatur, organische Lösungsmittel, usw.) konnte mit Hilfe der 
gerichteten Mutagenese erzielt werden (u. a. Ogino und Ishikawa, 2001, Torrez et al., 2003).  
 
Der gezielte Austausch einzelner oder mehrerer nahe bei einander liegender Aminosäurereste 
wird meist durch PCR-Methoden realisiert. Im Gegensatz zu PCR-freien Methoden (z. B. 
Hybridisierungs-Techniken) haben sie den Vorteil, dass es zu einer starken Amplifikation der 
mutierten DNA-Sequenz kommt und daher nur geringe Mengen der Ausgangs-DNA 
verwendet werden müssen. Dies führt zu einer Erhöhung der Mutagenese-Effizienz (Ling und 
Robinson, 1997). In beiden Fällen werden die gewünschten Mutationen mit Hilfe von ent-
sprechenden Oligonukleotid-Primern eingebracht. Insbesondere die PCR-basierten Methoden 
sind zahlreich und unterscheiden sich prinzipiell darin, dass entweder nur das Zielgen oder 
direkt das gesamte Plasmid, welches das Zielgen beinhaltet, amplifiziert wird. Letztere 
Methode hat den Vorteil, dass keine Klonierung des erhaltenen PCR-Produkts mehr 
notwendig ist. Da in diesem Fall jedoch keine Unterscheidung zwischen dem Ausgangs-
Plasmid und dem in der PCR neu amplifizierten Plasmid aufgrund der Molekülgröße möglich 
ist, muss die Abtrennung der ursprünglichen Plasmide auf anderem Wege erfolgen. Zum 
einen ist es möglich die verwendeten Primer mit Biotin zu modifizieren und die 
amplifizierten, mutierten Plasmide mittels Affinitätschromatographie aufzureinigen (Ling und 
Robinson, 1997). Zum anderen können die Ausgangsplasmide zum Teil gezielt durch 
Restriktion abgebaut werden. Häufig stammen die Ausgangsplasmide aus E. coli und weisen 
im Gegensatz zu den in vitro synthetisierten Plasmiden spezifische Methylierungen der 
Nukleotidbasen auf. Da Restriktionsendonukleasen im Allgemeinen zwischen methylierter 
und nicht methylierter DNA unterscheiden, ist es möglich die Ausgangs-DNA selektiv durch 
den Einsatz eines geeigneten Enzyms abzubauen, sodass letztendlich nur die mutierten 
Plasmide übrig bleiben (Imanaka und Atomi, 2002). 
 
1.3 Untersuchte Enzyme und Modellreaktionen 
1.3.1 Benzaldehydlyase aus Pseudomonas fluorescens 
 
Thiamindiphosphat-abhängige Enzyme wie die Benzaldhydlyase (BAL) stellen effektive 
Katalysatoren für die Carboligation (C-C Knüpfung) verschiedener Aldehyde zu den 
entsprechenden α-Hydroxyketonen dar (Iding et al., 2000, Demir et al., 2001b, Pohl et al., 
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2002). Chirale α-Hydroxyketone sind wichtige Intermediate für die Synthese verschiedener 
pharmakologisch aktiver Verbindungen wie Antiallergika, Antidepressiva, Fungizide oder 
Entzündungshemmer (Demir et al., 2001a, Schörken und Sprenger, 1998). Die chemische 
Synthese von α-Hydroxyketonen gelingt nur mit geringen Ausbeuten und vor allem unzu-
reichenden Enantiomerenüberschüssen (Enders et al., 1996, Dvorak und Rawal, 1998, Pesch 
et al., 2004), sodass Enzyme wie die BAL eine große technische Relevanz besitzen. Bereits 
2006 reichte die damalige Degussa AG ein Patent zur enzymatischen Herstellung enantio-
merenreiner α-Hydroxyketone unter anderem durch Verwendung der BAL ein (Domínguez 
de María, 2006).  
 
Die BAL akzeptiert eine Vielzahl aromatischer und aliphatischer Aldehyde sowie jeweils 
verschieden substituierte Derivate als Substrat. Diese werden reversibel mit meist sehr hoher 
Enantioselektivität (e.e.P > 99 %) zu den entsprechenden aromatischen (Benzoinen) und ali-
phatischen Acyloinen als auch zu α-Hydroxypropiophenyl-Derivaten umgesetzt (Demir et al., 
2002, Demir et al., 2003, Domínguez de María et al., 2007). Abbildung 1.2 zeigt 
exemplarisch die Kondensation von zwei Molekülen 2-Furaldehyd zu 2,2’-Furoin, die in 
dieser Arbeit als Modellreaktion untersucht wurde. Auch für die kinetische Racematspaltung 
zur Gewinnung von (S)-Benzoinen aus racemischen Gemischen kann die BAL verwendet 
werden, da sie stereoselektiv nur (R)-Benzoin spaltet. 
 
 
 
Abbildung 1.2 BAL-katalysierte Kondensation von 2-Furaldehyd zu 2,2’-Furoin.  
 
Die BAL gehört zur Enzymklasse der Aldehydlyasen (EC 4.1.2.X) und stammt ursprünglich 
aus Pseudomonas fluorescens Biovar 1 (González und Vicuna, 1989). Sie liegt vor allem als 
Homotetramer vor, wobei jedes Monomer aus 563 Aminosäureresten besteht und ein Mole-
kulargewicht von etwa 60 kDa aufweist. Die Assoziation von jeweils zwei Untereinheiten ist 
zur Ausbildung von zwei katalytischen Zentren erforderlich, da an der Grenzfläche die für die 
katalytische Aktivität benötigten Cofaktoren Thiamindiphosphat (ThDP) und Mg2+ binden 
(Mosbacher et al., 2005). Der Katalysemechanismus der Carboligation entspricht dem der 
übrigen ThDP-abhängigen Enzymen und die Reaktion findet direkt am Cofaktor ThDP statt 
(Iding et al., 2000, Jordan, 2003). Da die Substrate und Produkte der katalysierten Reaktionen 
sehr hydrophob sind, beschäftigten sich bereits viele Arbeiten mit der Optimierung der 
Reaktionsbedingungen durch Einsatz verschiedener organischer Lösungsmittel. Durch Ver-
wendung wasser-mischbarer Lösungsmittel wie DMSO und DMF konnte die Löslichkeit der 
Reaktanden erhöht und die Carboligaseaktivität aufgrund der verbesserten Substrat-
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verfügbarkeit gesteigert werden (Domínguez de María et al., 2006, Schmidt, 2008). Zudem 
ergab sich mit DMSO-Konzentrationen bis maximal 30 % (v/v) eine signifikante Stabilitäts-
steigerung, während höhere DMSO-Konzentrationen die BAL zunehmend inaktivierten 
(Janzen, 2002, Domínguez de María et al., 2006). Auch hohe DMF-Konzentrationen (> 20 % 
v/v) inaktivierten die BAL (Schmidt, 2008). Darüber hinaus können Cosolventien wie DMSO 
die Aufarbeitung der Produkte erschweren (Domínguez de María et al., 2006). Eine weitere 
Möglichkeit, die Löslichkeitsprobleme zu überwinden, bietet der Einsatz von wässrig-
organischen Zweiphasensystemen (siehe Kapitel 1.1.2.1). Lagerstabilitätsmessungen in 
Gegenwart unterschiedlicher organischer Lösungsmittel ergaben, dass sich vor allem offen-
kettige Ether mit verzweigten, aliphatischen Seitenketten wie Methyl-tert-Butylether (MTBE) 
oder Diisopropylether eigneten, während in den übrigen untersuchten Zweiphasensystemen 
stark reduzierte Halbwertszeiten gemessen wurden (Stillger, 2004, Kühl, 2008). Andere 
Studien zeigten, dass die Stabilität der BAL gegenüber n-Hexan gesteigert werden kann, 
wenn sie in Form von Hydrogel-Immobilisaten (Polyvinylalkohol) eingesetzt wird (Ansorge-
Schumacher et al., 2006).          
 
1.3.2 Carbonylreduktase aus Candida parapsilosis 
 
Die Carbonylreduktase aus Candida parapsilosis (CPCR) gehört als NAD(H)-abhängige 
Oxidoreduktase zur Enzymklasse 1.1.1.X und wurde erstmalig von Peters et al. (1993) 
isoliert. Im Laufe der letzten Jahre stellte sich heraus, dass Candida parapsilosis wenigstens 
über zwei (S)-selektive, NADH-abhängige Isoenzyme verfügt, die sich in ihrem Substrat-
spektrum leicht unterscheiden (Bhattacharjee, 2006). Bhattacharjee konnte 2006 zwei ent-
sprechende Gene isolieren und klonieren. Durch gezielte Untersuchungen des Substrat-
spektrums konnte eines der rekombinant exprimierten Enzyme als die ursprünglich 
beschriebene CPCR identifiziert werden. Das Substratspektrum der CPCR ist sehr groß und 
umfasst neben aliphatischen und aromatischen Ketonen auch primäre und sekundäre 
Alkohole, cyclische Ketone, Diketone, Ketoacetale, Ketoester, halogenierte Ketone und 
Ketoester sowie Aldehyde (Peters et al., 1993b, Peters et al., 1993c). Durch die Geometrie im 
aktiven Zentrum erfolgt der Hydridtransfer zwischen dem Cofaktor und dem Substrat von der 
re-Seite aus. Dies führt dazu, dass aus prochiralen Vorstufen mit einem großen Enantio-
merenüberschuss (e.e.P > 99 %) die entsprechenden (S)-konfigurierten Hydroxyverbindungen 
gebildet werden (Prelog, 1964). Zudem können racemische Gemische optisch aktiver 
Alkohole durch kinetische Racematspaltung aufgetrennt werden, da nur (S)-konfigurierte 
Alkohole umgesetzt werden (Peters et al., 1993a). Die enantiomerenreinen Hydroxy-
verbindungen finden direkt in Nahrungs- und Futtermitteln oder als Intermediate für die 
Herstellung verschiedener Feinchemikalien und Pharmawirkstoffe Anwendung (Kataoka et 
al., 2003, Goldberg et al., 2007). Für die Wirtschaftlichkeit der Prozesse ist eine Regene-
rierung des teuren Cofaktors unabdingbar. Diese erfolgt durch eine zweite Redoxreaktion, die 
den ursprünglichen Redoxzustand des Cofaktors wieder herstellt. Abhängig davon, ob die 
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zweite Reaktion von einem weiteren Enzym (häufig Formiatdehydrogenasen) oder durch 
Umsatz eines weiteren Substrates durch das gleiche Enzym katalysiert wird, unterscheidet 
man zwischen enzymgekoppelter und substratgekoppelter Regenerierung. In der vorliegenden 
Arbeit erfolgte die NADH-Regenerierung substratgekoppelt durch Oxidation von Iso-
propanol. Abbildung 1.3 zeigt das verwendete Reaktionssystem.   
 
 
 
Abbildung 1.3 CPCR-katalysierte Reduktion von Acetophenon zu (S)-1-Phenylethanol und 
substratgekoppelte NADH-Regenerierung durch Oxidation von Isopropanol zu Aceton. 
 
Die CPCR gehört mit einer Kettenlänge von 336 Aminosäuren zur Klasse der medium-chain 
Oxidoreduktasen (Reid und Fewson, 1994). Biochemische Untersuchungen zeigten, dass sie 
als Homodimer vorliegt und ein Molekulargewicht von etwa 80 kDa aufweist (Bhattacharjee, 
2006). Da die Substrate der CPCR zum Teil sehr hydrophob sind, können in wässrigen Reak-
tionssystemen nur begrenzte Produktivitäten erzielt werden. Durch den Einsatz der CPCR in 
wässrig-organischen Zweiphasensystemen mit n-Hexan als organischer Phase konnte die 
Produktivität der Acetophenonreduktion verdoppelt werden, allerdings sank die Halbwertszeit 
um etwa 75 %. Beim Einsatz in reinem n-Hexan konnte keine Aktivität nachgewiesen 
werden. Eine Stabilisierung der CPCR im Zweiphasensystem mit n-Hexan konnte durch den 
Einschluss in Polyvinylalkohol-Sphären und durch Bindung an Polymetacrylat-Träger 
(Sepabeads®) erzielt werden (Bhattacharjee, 2006).  
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1.4 Zielsetzung 
 
Die Verwendung von Enzymen als Katalysatoren in organischen Synthesen hat in den letzten 
Jahren erheblich zugenommen. Vor allem bei der Herstellung chiraler Intermediate, die 
insbesondere für die pharmazeutische Industrie von großem Interesse sind, haben sich 
Enzyme aufgrund ihrer meist hervorragenden Chemo-, Regio- und Stereoselektivität bewährt. 
Zunehmend werden enzymkatalysierte Prozesse auch in nicht-wässrigen Medien durch-
geführt, wobei vielfach organische Lösungsmittel zum Einsatz kommen. Diese weisen häufig 
ein besseres Lösungsvermögen für hydrophobe Reaktanden auf, hydrolytische Neben-
reaktionen können unterdrückt werden und die Produktaufarbeitung wird erleichtert. Auch 
wässrig-organische Zweiphasensysteme stellen geeignete Reaktionsmedien für Enzyme dar, 
da sie eine kontinuierliche Extraktion der Produkte ermöglichen und Inhibierungen durch 
Substrate und Produkte vermieden werden können. Zwei Enzyme, für die sich der Einsatz in 
einem wässrig-organischen Zweiphasensystem aufgrund der hydrophoben Reaktanden 
anbietet, sind die Benzaldehydlyase aus Pseudomonas fluorescens (BAL) sowie die 
Carbonylreduktase aus Candida parapsilosis (CPCR). Der technische Einsatz beider Enzyme 
wird jedoch durch ihre geringe Stabilität in diesen Systemen verhindert.  
 
Im Rahmen dieser Arbeit sollte eine Stabilisierung der BAL und der CPCR für den Einsatz in 
wässrig-organischen Zweiphasensystemen erreicht werden. Hierfür sollte zunächst die 
Stabilität der nativen Enzyme in exemplarisch ausgewählten Zweiphasensystemen ermittelt 
werden und diese als Ausgangspunkt für die Bewertung der verwendeten Stabilisierungs-
methoden dienen. Dabei sollte sowohl der Einfluss gelöster Lösungsmittelmoleküle in der 
wässrigen Phase als auch der Einfluss der Phasengrenzfläche untersucht werden, um später 
Aussagen darüber treffen zu können, auf welcher Ebene eine Stabilisierung erzielt wurde. Da 
partielle Entfaltungsvorgänge an der Proteinoberfläche meist der Beginn für die Inaktivierung 
sind, sollte die anschließende Stabilisierung beider Enzyme durch die Veränderung der 
Oberflächeneigenschaften erreicht werden. Diese Veränderung sollte zum einen durch 
chemische Modifizierung und zum anderen durch gerichtete Mutagenese erfolgen. 
 
Durch die chemische Modifikation sollte die Enzymoberfläche mit verschiedenen Substanzen 
besetzt werden, die eine Abschirmung gegenüber den hydrophoben Interaktionen mit den 
Lösungsmitteln und eine Stabilisierung der dreidimensionalen Struktur ergeben sollten. Für 
die Modifikation sollten Aminosäuren ausgewählt werden, die möglichst keine essentielle 
Rolle für die dreidimensionale Struktur sowie den katalytischen Mechanismus besitzen und 
deren Modifikation daher nicht zwangsläufig die Aktivität herabsetzen sollte. Enzym-
varianten, welche nach der Modifizierung eine ausreichende Aktivität zeigten, sollten in den 
ausgewählten Zweiphasensystemen hinsichtlich ihrer Stabilität untersucht werden.  
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Alternativ sollte die Stabilität beider Enzyme in Gegenwart organischer Lösungsmittel durch 
die gerichtete Mutagenese oberflächenständiger Aminosäurereste optimiert werden. Dazu 
sollten nach Analyse der entsprechenden Strukturdaten für die Mutagenese geeignete 
Positionen ausgewählt werden, die vor allem zu einer Verringerung der exponierten, hydro-
phoben Interaktionsfläche und zur Stabilisierung der Proteinoberfläche durch Einbringen 
nicht-kovalenter Interaktionsmöglichkeiten führen sollten. Die entsprechenden Gene sollten 
an den identifizierten Stellen mutiert und nach Expression und Aufreinigung der erhaltenen 
Mutanten sollten diese hinsichtlich ihrer Aktivität und Stabilität charakterisiert werden. 
 
Zusätzlich sollten alle erhaltenen Enzymvarianten auf ihre Stabilität unter Prozess-
bedingungen untersucht werden, da diese insbesondere für den technischen Einsatz von 
Relevanz ist. Für die Untersuchung der Enzymstabilität unter Reaktionsbedingungen sollte ein 
Messsystem entwickelt werden, welches die Bewertung der Stabilität im Verlauf von 
kontinuierlichen Zweiphasenreaktionen ermöglicht. Nach Ermittlung prozesstechnischer 
Parameter für die verschiedenen Zweiphasensysteme wie der Verteilung der Reaktanden und 
dem Stofftransfer zwischen den Phasen, sollte in kontinuierlichen Reaktionen die Stabilität 
aller Enzymvarianten mit denen der nativen Enzyme verglichen werden. 
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2 Material und Methoden 
 
2.1 Materialien 
2.1.1 Chemikalien 
 
Agar Beco (Hamburg) 
Biorad Protein Assay BioRad (München) 
DMBA Alfa Aesar (Karlsruhe) 
Hefeextrakt Ohly (Hamburg) 
IPTG Fermentas (St. Leon-Roth) 
NAD+ Jülich Fine Chemicals (Jülich) 
NADH Jülich Fine Chemicals (Jülich) 
 
Alle nicht gesondert aufgeführten Chemikalien wurden von den Firmen AppliChem 
(Darmstadt), Fluka (Neu-Ulm), Merck (Darmstadt), Roth (Karlsruhe) oder Sigma-Aldrich 
(Steinheim) bezogen, alle mindestens analysenrein (p.a.).  
 
2.1.2 Stämme und Plasmide 
 
E. coli BL21(DE3) [F- ompT gal dcm lon hsdSB (rB- mB-) λ(DE3 [lacI lacUV5-T7 
gege 1 ind1 sam7 nin5])] (Novagen)  
E. coli DH5α  [supE44 ∆lacU169 (θ80 lacZ∆M15) hsdR17 recA1 endA1 
gyrA96 thi-1 relA1] (Pharmacia)  
E. coli JM109(DE3) [recA1 supE44 endA1 hsdR17 gyrA96 relA1 thi ∆(lac-proAB) 
F’(traD36 proAB+ lacIq lacZ∆M15) λ (DE3 [lacI lacUV5-T7 
gege 1 ind1 sam7 nin5])] (Promega) 
E. coli SG13009[pRep4] [(NalS StrS RifS) lac- ara- gal- mtl- F- recA+ uvr- 
(pRep4, NeoR)] (Pharmacia) 
pBALhis 6.308 kb, ColE1-Replikon, Ptac, AmpR 
pET26b(+)CPCRhis 6.266 kb, PT7lac, KanR, lacI, ColE1-Replikon  
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2.1.3 Sonstige Materialien 
 
BSA Sigma (Steinheim) 
DNase I AppliChem (Darmstadt) 
dNTP Mix (10 mM)  Fermentas (St. Leon-Rot) 
GeneRulerTM 1kb DNA Ladder Fermentas (St. Leon-Rot) 
HiPrep 26/10 Desalting GE Healthcare (München) 
Loading Dye (6x)  Fermentas (St. Leon-Rot) 
Lysozym Fluka (Neu-Ulm) 
Ni-NTA Superflow Qiagen (Hilden) 
Ni-Sepharose 6 Fast Flow  GE Healthcare (München) 
PageBlueTM Protein Staining Solution Fermentas (St. Leon-Roth) 
PageRulerTM Prestained Protein Ladder  Fermentas (St. Leon-Rot) 
PD-10 Desalting Column GE Healthcare (München) 
PD-Mini Trap G-25 GE Healthcare (München) 
Pfu Turbo DNA Polymerase  Stratagene (La Jolla, USA) 
Plasmid Mini-Prep Kit  Jena Bioscience (Jena) 
Restriktionsenzym DpnI  Fermentas (St. Leon-Rot) 
Roti® Load 1 (4x)  Roth (Karlsruhe) 
Sephacryl HR-300 Sigma (Steinheim) 
UV-Quarz-Mikroküvette (d = 0,05 cm) Hellma (Mühlheim) 
 
2.1.4 Geräte 
 
Elektrophorese (SDS-PAGE) Xcell SureLockTM Mini-Cell, Invitrogen (Karlsruhe)  
Fermenter Biostat ED, B. Braun Biotech (Melsungen) 
Fluoreszenzspektrometer LS 55 Fluorescence Spectrometer, PerkinElmer 
(Waltham, USA) 
FPLC LKB-Controller, LCC 501-Plus, Pharmacia 
(Uppsala, Schweden) 
GC HP5890 Series II, Hewlett Packard (Walbronn) 
Gefriertrockner J. H. Schrader (Friedland) 
Glasreaktor Eigenentwicklung (Glasbläser, RWTH Aachen) 
HPLC System Gold, Beckman Coulter (München) 
Inkubationsschüttler Multitron II, Infors AG (Bottmingen, Schweiz) 
Kryostat Ministat cc2, Huber GmbH (Offenburg) 
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Laborschüttler/ Thermoblöcke Thermomixer 5436, Eppendorf AG (Hamburg) 
KTMR-133, HLC Biotech (Bovenden) 
Magnetrührer RCT classic, IKA (Staufen) 
Variomag Micro, Thermo Scientific (Waltham, USA) 
Membranpumpe PTFE-Minidosierer BF 414/32S (Telab, Langenfeld) 
SFC Analytical SFC, Jasco (Easton, USA) 
Spektrophotometer Cary 50 Scan, Varian GmbH (Darmstadt) 
Thermo-PCR-Cycler GeneAmp PCR System 9700, Applied Biosystems Inc. 
(Forster City, USA) 
Überkopfrührer Eigenentwicklung (Werkstatt, RWTH Aachen) 
Überkopfschüttler RK 10-VS, Heto Lab Equipment (Allerod, Dänemark) 
Ultraschallgerät Sonoplus HD 200 mit Mikrospitze MS73, Bandelin 
Electronic GmbH (Berlin) 
UV-Transilluminator Gel Doc 2000, BioRad Laboratories GmbH (München) 
Wasserbad Haake Fisons C1, Thermo Scientific (Waltham, USA) 
Zentrifugen Minispin Plus, Eppendorf AG (Hamburg) 
Retina 38R, Hettich Zentrifugen GmbH (Tuttlingen)  
Sorvall RC-5B Refrigerated Superspeed, DuPont 
Instruments GmbH (Bad Homburg) 
 
2.2 Analytik 
2.2.1 Gaschromatographie 
 
Substrate und Produkte beider Reaktionssysteme wurden meist gaschromatographisch 
analysiert. Für alle Analysen wurde ein Gaschromatograph der Firma Hewlett Packard 
(HP5890 Series II) verwendet, die Detektion erfolgte über einen Flammenionisationsdetektor. 
Alle verwendeten Kapillarsäulen stammten von der Firma CS-Chromatographie 
(Langerwehe), Einzelheiten der Analysen können Tabelle 2.1 entnommen werden. 
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Tabelle 2.1 Einzelheiten der gaschromatographischen Analysen (AP: Acetophenon, PE: 
1-Phenylethanol, FA: 2-Furaldehyd, FO: 2,2’-Furoin, FL: Furil, IPA: Isopropanol). 
Säule FS-Supreme-5  (30 m/ 0,25 mm/ 0,1 µm)* 
Substanzen FA, FO, FL AP, PE Dodecan, IPA, Aceton 
Proben Organisch Organisch Organisch 
Trägergas (Vordruck) Stickstoff (10 psi) Stickstoff (10 psi) Stickstoff (8 psi) 
Split 50- 75 mL/min 50 mL/min 50 mL/min 
Injektionsvolumen 1 µL 1-2 µL 1 µL 
Injektor/ Detektor 275°C/ 290°C 200°C/ 290°C 275°C/290°C 
Temperatur 
60°C für 2,2 min 
280°C (30°C/min) 
80°C 
98°C (2°C/min) 
200°C (35°C/min) 
für bis zu 4,4 min 
55°C für 2 min 
240°C (35°C/min) 
für 0,2 min 
Interner Standard Dodecan Dodecan IPA bzw. Dodecan 
Retentionszeiten 
2-FA 2,7 min 
2,2’-FO 7,6 min 
Furil 8,0 min 
Dodecan 5,8 min 
AP 8,5 min 
PE 8,1 min 
Dodecan 11,1 min 
Isopropanol 2,3 min 
Aceton 2,3 min 
Dodecan 6,6 min 
Fortsetzung 
Säule FS-FFAP-CB-0.5 (25 m/ 0,25 mm/ 0,5 µm)* 
Substanzen Lösungsmittel AP, PE IPA, Aceton 
Proben Organisch/ Wässrig Organisch/ Wässrig Wässrig 
Trägergas (Vordruck) Stickstoff (7 psi) Stickstoff (10 psi) Stickstoff (8 psi) 
Split 100 mL/min 50 mL/min 50 mL/min 
Injektionsvolumen 4 µL 1 µL 1-4 µL 
Injektor/ Detektor 200°C/ 200°C 220°C/ 220°C 220°C/ 220°C 
Temperatur 
45°C für 3,5 min 
200°C (20°C/min) 
60°C für 2 min 
100°C (35°C/min) 
200°C (60°C) 
für 3,5 min 
50°C für 3 min 
160°C (50°C) 
für 0,5 min 
Interner Standard 1-Butanol Dodecan/ 1-Butanol 1-Butanol 
Retentionszeiten 
MTBE 2,1 min 
Heptan 2,2 min 
Cyclohexan 2,3 min 
Toluol 3,7 min 
1-Butanol 6,6 min 
2-Oktanon 8,2 min 
AP 6,5 min 
PE 7,1 min 
1-Butanol 3,6 min 
Dodecan 3,9 min 
Isopropanol 2,2 min 
Aceton 2,3 min 
1-Butanol 5,2 min 
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Fortsetzung 
Säule FS-FFAP-CB-0.5 FS-Cyclodex beta-I/P (25 m/ 0,25 mm/ -)* 
Substanzen Dodecan AP, PE (R)-PE, (S)-PE 
Proben Wässrig Organisch Organisch 
Trägergas (Vordruck) Stickstoff (8 psi) Stickstoff (10 psi) Stickstoff (10 psi) 
Split 50 mL/min 50 mL/min 50 mL/min 
Injektionsvolumen 1-4 µL 1-4 µL 4 µL 
Injektor/ Detektor 220°C/220°C 220°C/ 220°C 220°C/ 220°C 
Temperatur 
45°C für 2 min 
200°C (50°C/min) 
für 1,4 min 
120°C 
180°C (50°C/min) 
für 2,8 min 
60°C für 2 min 
150°C (5°C/min) 
Interner Standard Isopropanol Dodecan - 
Retentionszeiten 
Isopropanol 2,7 min 
Dodecan 4,7 min 
AP 2,8 min 
PE 3,0 min 
Dodecan 2,6 min 
AP 13,4 min 
(R)-PE 16,3 min 
(S)-PE 16,6 min 
* Säulenspezifikationen (Säulenlänge/ Innendurchmesser/ Filmdicke) 
 
2.2.2 HPLC und SFC 
 
Substrate und Produkte wurden unter anderem mittels HPLC-Analyse quantifiziert. Molare 
Konzentrationen in wässrigen Proben aus den Verteilungsexperimenten beider Reaktions-
systeme wurden mittels einer konventionellen Umkehrphasenchromatographie bestimmt.  
 
Tabelle 2.2 Parameter der HPLC-Analysen zur Quantifizierung von BAL- und CPCR-Reaktanden in 
wässrigen Proben und der SFC-Analyse zur Quantifizierung von (R)-und (S)-TMB. 
 HPLC 
 BAL-Reaktanden CPCR-Reaktanden 
SFC 
Druck 100 bar 100 bar 120 bar 
Laufmittel Acetonitril: H3PO4, pH 3 
(3:2) 
Acetonitril: H3PO4, pH 3 
(1:1) 
scCO2:Isopropanol 
(5:1) 
Flussrate 0,7 mL/min 0,7 mL/min 3 mL/min 
Temperatur 40°C 40°C 40°C 
Probevolumen 10 µL 10 µL 50 µL 
Wellenlänge 254 nm 220 nm 220 nm 
Retentionszeiten 2-Furaldehyd 5,5 min 
2,2’-Furoin 5,4 min 
Furil 6,7 min 
1-Phenylethanol 5,6 min 
Acetophenon 7,4 min 
(R)- TMB 4,4 min 
(S)- TMB 6,0 min 
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Das verwendete HPLC-System stammte von der Firma Beckmann (System Gold) und war mit 
einer Nucleosil 100-5 C18-Kapillarsäule (CS Chromatographie, Langerwehe) ausgestattet. 
Die Bestimmung des Enantiomerenüberschusses (ee) des BAL-Produkts 3,3’,5,5’-Tetra-
methoxybenzoin (TMB) erfolgte mittels SFC (supercritical fluid chromatography), bei der als 
mobile Phase überkritisches CO2 (scCO2) verwendet wird; als stationäre Phase diente eine 
Chiralpak OD-H Säule (J. T. Baker, Deventer, NL). In beiden Fällen erfolgte die Detektion 
der Substanzen über einen UV-Detektor. Die Einzelheiten der Analysen sind in Tabelle 2.2 
zusammengefasst 
 
2.2.3 UV-Vis-Spekrometrie 
 
Sowohl für die BAL- als auch für die CPCR-katalysierte Reaktion erfolgte die Messung der 
Aktivität mittels UV-Spektrometrie. Mit Hilfe der entsprechenden Extinktionskoeffizienten 
wurden aus der gemessenen Extinktion unter Verwendung des Lambert-Beer’schen Gesetzes 
(Gleichung 2.1) und der Massenbilanzen die molaren Konzentrationen der beteiligten 
Reaktanden berechnet. 
 
∑ ⋅⋅=
i
ii dcExt ε                Gleichung 2.1 
 
wobei Ext die Extinktion, ci und εi die molare Konzentration bzw. der molare 
Extinktionskoeffizient von i sind und d der Schichtdicke entspricht. Während im Fall der 
BAL-Reaktionen jeweils beide Reaktanden bei der entsprechenden Wellenlänge absorbieren, 
ist das Extinktionssignal im Fall der CPCR-Reaktion nur auf den oxidierten Cofaktor NADH 
zurückzuführen. Parameter der einzelnen Messungen können Tabelle 2.3 entnommen werden. 
Neben den Standardaktivitätstests wurden auch die Freisetzung von p-Nitrophenolat (pNP) 
(Kapitel 2.10) und die TNBS-Reaktion zur Bestimmung der freien Aminogruppen 
(Kapitel 2.10) photometrisch verfolgt. 
 
Tabelle 2.3 Einzelheiten der UV-Vis-spektrometrischen Messungen. 
 BAL CPCR pNP TNBS 
Reaktionssystem FA/FO DMBA/TMB AP/PE   
Wellenlänge [nm] 277 325 340 400 420 
Schichtdicke [cm] 0,05 0,05 0,05 – 1 1 1 
      
Extinktions-
koeffizienten 
[mM-1 cm-1] 
εFA = 14,883 
εFO = 12,484 
εFL = 8,183 
εDMBA =  2,434 
εTMB = 2,26 
εNADH = 6,22 εpNP= 18,7 εTNBS = 11,2 
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2.2.4 Fluoreszenzmessung 
 
Die Messung der BAL-Aktivität erfolgte auch mittels Fluoreszenzspektometrie im 
Reaktionssystem DMBA/TMB. Dieser Aktivitätsnachweis wurde eingesetzt, um die 
Restaktivität der verschiedenen BAL-Proben bei den Lagerstabilitätsmessungen (Kapitel 2.6) 
zu ermitteln. Die Einstellungen zur Fluoreszenzmessung sind in Tabelle 2.4 
zusammengefasst, die Auswertung erfolgte nur relativ zu einem anfangs gemessenen 
Ausgangswert, d. h. die Steigung der Ausgangsprobe wurde als 100 % Aktivität angenommen 
und die Steigung aller weiteren Proben darauf bezogen. 
 
Tabelle 2.4 Parameter der fluoreszenzspektrometrischen Messungen.  
 Excitation Emission 
Wellenlänge [nm] 360 470 
Spaltbreite [nm] 15 20 
Korrektur Aus Aus 
Filter   
Photomultiplier Standard 
Photomultiplierspannung [V] 775 
 
2.3 Bereitstellung nativer und mutierter Enzyme 
2.3.1 Expression rekombinanter Enzyme 
 
BAL und CPCR, sowie alle Mutanten wurden mit Hilfe der entsprechenden rekombinanten  
E. coli-Stämme (Kapitel 2.1.2) bereitgestellt. Die Anzucht der Zellen und die 
Proteinexpression erfolgten in einem Maßstab von 0,2-4,7 L im ansatzweisen Verfahren 
(Schüttelkolben) und im Fed-batch Verfahren (5 L-Laborfermenter). 
 
Zusammensetzung der verwendeten Kulturmedien 
 
LB-Medium (BAL): 
Bacto-Trypton 10 g  
NaCl   10 g  
Hefeextrakt    5 g  
Aq. demin.  ad 1 L 
 
Die Selektion erfolgte durch Zusatz von 25 µg/mL Kanamycin und 100 µg/mL Ampicillin. 
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TB-Medium (CPCR): 
Bacto-Trypton 12 g   KH2PO4 17 mM 
Hefeextrakt  24 g   K2HPO4 72 mM 
Glycerin  4 mL 
Aq. demin.  ad 900 mL 
 
Das Medium und der Kaliumphosphatpuffer wurden getrennt autoklaviert. Vor der 
Verwendung wurden 900 mL des Mediums mit 100 mL des Puffers versetzt. Zusätzlich 
wurde Kanamycin in einer Konzentration von 30 µg/mL hinzugefügt. 
 
Expression der BAL- und CPCR-Mutanten 
Die Expression der Mutanten erfolgte im Schüttelkolben in einem Maßstab von 0,2-1 L 
(BAL: LB-Amp/Kan, CPCR: LB-Kan) mittels der entsprechenden E. coli Zellen. Die 
Hauptkulturen wurden 1:50 mit einer Übernacht-Vorkultur beimpft und bei 37°C und 
120 Upm bis zu einer OD600 von 0,8-1 inkubiert. Die Expression wurde durch 1 mM IPTG 
induziert und erfolgte für 6 Stunden bei 28°C (BAL) bzw. 37°C (CPCR) und 90 Upm. Im 
Anschluss wurden die Zellen durch Zentrifugation geerntet (30 min, 10.000 Upm, 4 °C), in 
20 mM Tris-HCl (pH 8) resuspendiert und erneut zentrifugiert (25 min, 15.000 Upm, 4 °C). 
Die Zellpellets wurden bis zur weiteren Verwendung bei -20 °C gelagert. 
 
Expression nativer BAL und CPCR im 4,7 L Maßstab 
Die Bereitstellung der nativen BAL und CPCR erfolgte im Fed-Batch Verfahren mit einem 
Kulturvolumen von 4,7 L (BAL: LB-Amp/Kan, CPCR: TB-Kan). 4 L Hauptkulturmedium 
wurden mit 200 mL Übernacht-Vorkultur (37°C, 120 Upm) beimpft, Fermentationsparameter 
sind im Folgenden zusammengefasst: 
 
Temperatur 37°C/ 28°C (Wachstum/Expression) 
pH 7 (Stellmittel: 1 M NH4OH bzw. H3PO4) 
Belüftung 1 vvm  
pO2 20 %  
Rührerdrehzahl 50 – 1000 Upm (geregelt über pO2-Sensor) 
 
Bei Erreichen der stationären Phase (gekennzeichnet durch Anstieg des pO2) wurde zunächst 
mit der Substratzufütterung begonnen (50 % v/v Glycerin, 1 mL/min). Nach 2,5 Stunden 
wurde die Proteinexpression durch Zugabe von 1 mM IPTG induziert. Nach weiteren 
6 Stunden wurde die Fermentation beendet und die Zellen durch Zentrifugation (30 min, 
10.000 Upm, 4°C) des Kulturmediums geerntet, in 20 mM Tris-HCl pH 8 resuspendiert und 
die Zellen nach erneuter Zentrifugation (s.o.) bis zur weiteren Verwendung bei -20°C 
gelagert. 
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2.3.2 Zellaufschluss und Proteinaufreinigung 
 
Die Zellen wurden zunächst 15 Minuten auf Eis aufgetaut und anschließend in Lysepuffer 
(4 mL pro Gramm Zellfeuchtgewicht) resuspendiert. Nach Zugabe von 1 mg/mL Lysozym 
erfolgte eine weitere 30-minütige Inkubation auf Eis und auch nach der anschließenden 
Zugabe von DNaseI (5 µg/mL) und Triton X 100 (1 % v/v) wurden die Ansätze für weitere 
10 Minuten auf Eis gehalten. Der Zellaufschluss erfolgte anschließend mittels gepulsten 
Ultraschalls in 6 Zyklen à 30 Sekunden, mit jeweils 1 Minute Pause auf Eis. Die Abtrennung 
der Zelltrümmer erfolgte durch Zentrifugation (30 min, 15.000 Upm, 4°C). 
 
Die Aufreinigung der BAL, der CPCR sowie der jeweiligen Mutanten erfolgte mittels 
immobilisierter Metallionen-Affinitäts-Chromatographie (IMAC) über den C-terminalen 
(BAL) bzw. N-terminalen (CPCR) His-tag. Dafür wurde im Fall der BAL Ni-Sepharose der 
Firma GE Healthcare eingesetzt und im Fall der CPCR Ni-NTA-Agarose der Firma Qiagen. 
Die Aufreinigung der nativen Enzyme erfolgte unter Verwendung eines FPLC-Systems 
(Pharmacia) mit einem Matrixvolumen von jeweils 25 mL, die Aufreinigung der Mutanten 
erfolgte dagegen in einem kleineren Maßstab (jeweils 1 mL Chromatographie Matrix) nach 
dem Batch-Protokoll der Firma Qiagen. Zur Entfernung des Imidazols aus den 
Proteinlösungen wurden Entsalzungssäulen (PD-Mini Trap G-25 und PD-10) der Firma GE 
Healthcare entsprechend den Herstellerangaben verwendet. 
 
Tabelle 2.5 Verwendete Puffer für die IMAC-Aufreinigungen. 
Komponente Lysepuffer Waschpuffer Elutionspuffer Entsalzungspuffer 
NaH2PO4 50 mM 50 mM 50 mM - 
NaCl 300 mM 300 mM 300 mM 150 mM 
Imidazol 20 mM 80 mM 250 mM - C
PC
R
 
TEA/HCl - - - 50 mM 
KH2PO4 50 mM 50 mM 50 mM 50 mM 
NaCl 300 mM 300 mM 300 mM 10 mM 
BA
L 
Imidazol 40 mM 80 mM 300 mM - 
 pH 8 
 
Aufreinigung über FPLC 
Die Beladung der Matrix erfolgte über eine externe Pumpe, wobei bis zu 200 mL Rohextrakt 
eingesetzt wurden. Nach Anschluss an das FPLC-System wurden zunächst ungebundene und 
unspezifisch gebundene Proteine von der Matrix gewaschen (5 Volumen Bindepuffer), bevor 
im Anschluss selektiv die Zielproteine eluiert wurden. Dies erfolgte im Fall der BAL durch 
direkte Erhöhung der Imidazolkonzentration von 40 mM auf 250 mM und im Fall der CPCR 
über einen Imidazolgradienten (10-250 mM, über ein Volumen von 150 mL), die Flussrate 
entsprach in allen Phasen 1 mL/min.  
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Aufreinigung ohne FPLC 
Jeweils 4 mL Rohextrakt wurden mit 1 mL der entsprechenden Chromatographie Matrix für 
1 Stunde bei 4°C auf einem Überkopfschüttler inkubiert. Im Anschluss wurde die Matrix 
unter Verwendung von Einweg-Säulen vom Überstand getrennt. Um ungebundene und 
unerwünschte Proteine zu entfernen, wurde zunächst zweimal mit jeweils 2 mL Lysepuffer, 
dann zweimal mit jeweils 1 mL Waschpuffer gewaschen. Die Elution erfolgte in insgesamt 
3 mL Elutionspuffer. 
 
2.4 Aktivitäts- und Selektivitätsmessungen 
2.4.1 Standardaktivitätstests 
 
Benzaldehydlyase 
Die Aktivität der BAL sowie aller Varianten wurde spektrometrisch sowohl über UV-Vis-
Messungen als auch über Fluoreszenzmessungen ermittelt (Kapitel 2.2.3, 2.2.4), gemessen 
wurde dabei jeweils die Kondensation von 2 Aldehyd-Molekülen zum entsprechenden 
Produkt. Die Zusammensetzung der Reaktionen ist in Tabelle 2.6 aufgeführt, die 
Reaktionsdauer betrug 1-2 Minuten mit einem Messintervall von 1 Sekunde.  
 
Tabelle 2.6 Zusammensetzung der Reaktionsansätze zum Nachweis der BAL-Aktivität mit 
2-Furaldehyd bzw. 3,5-Dimethoxybenzaldehyd als Substrat.  
 2-Furaldehyd 3,5-Dimethoxybenzaldehyd 
Messung UV UV/ Fluoreszenz 
Puffer  50 mM Kaliumphosphatpuffer (pH 8,0) 
ThDP 0,25 mM 
MgSO4 2,5 mM 0,25 mM 
DMF - 25 % v/v 
Substratkonzentration 2 mM 2,5 mM 
Enzymkonzentration 1-5 µg/mL 
 
Jeweils 490 µL (FA) bzw. 475 µL (DMBA) der Substratlösung wurden in 1,5 mL 
Reaktionsgefäßen auf die gewünschte Temperatur (25°C oder 30°C) vortemperiert, die 
Reaktion durch Zugabe von 10 µL (FA) bzw. 25 µL (DMBA) der Enzymlösung gestartet und 
nach kurzem Mischen (Vortex) in die Mikroküvette transferiert. 
 
Carbonylreduktase 
Die Aktivität der CPCR sowie der Varianten wurde für die Reduktion von Acetophenon zu 
1-Phenylethanol anhand des Verbrauchs des Cofaktors NADH gemessen. Die Abnahme der 
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Absorption wurde für 1 Minute bei 25°C verfolgt, das Messintervall entsprach 1 Sekunde. 
Der Standard-Aktivitätstest setzte sich folgendermaßen zusammen: 
 
Puffer  100 mM TEA/HCl pH 8,0 
Acetophenon 0,3 mM  
NADH 0,3 mM 
Enzymkonzentration  1-5 µg/mL 
 
990 µL der Substratlösung wurden auf 25°C vortemperiert, die Reaktion durch Zugabe von 
10 µL Enzymlösung gestartet, kurz durchmischt (Vortex) und sofort in die Küvette überführt. 
 
2.4.2 Bestimmung der Enantioselektivität 
 
Zur Bestimmung der Enantioselektivität beider Enzyme und ihrer Varianten wurden 
Biotransformationen mit den Standardsubstraten durchgeführt und mittels chiraler SFC-
Analyse (BAL) bzw. GC-Analyse (CPCR) die beiden Enantiomeren der Produkte aufgetrennt. 
Der Enantiomerenüberschuss (ee) wurde folgendermaßen berechnet: 
 
oduktRoduktS
oduktRoduktS
PFPF
PFPF
ee
Pr)(Pr)(
Pr)(Pr)(
−−
−−
+
−=    Gleichung 2.2 
 
wobei PF(S)-Produkt und PF(R)-Produkt den Peakflächen der beiden Produkt-Enantiomere im 
Chromatogramm entsprechen. 
 
Benzaldehydlyase 
Die Ermittlung der Enantioselektivität der BAL-Varianten erfolgte aufgrund einer starken 
Racemisierung von 2,2’-Furoin bei der für die Analyse benötigten Extraktion, anhand der 
Kondensationsreaktion von 2 Molekülen DMBA zu TMB. Die Reaktionen wurden in einem 
Maßstab von 2 mL in verschraubbaren 4 mL Glasgefäßen durchgeführt. Die Inkubation 
erfolgte auf einem Schüttler bei 30°C für 16-18 h. Die Reaktionen setzten sich wie folgt 
zusammen: 
 
Puffer  50 mM Kaliumphosphatpuffer pH 8,0 
DMBA 10 mM  
ThDP/ MgSO4 0,25 mM/ 2,5 mM  
DMF 25 % v/v 
Enzym  4-90 µg/mL 
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Die Proteinkonzentration variierte zwischen den einzelnen Ansätzen, da für alle Proben 
0,5 U/mL eingesetzt werden sollten, um den teilweise beträchtlichen Aktivitätsverlust durch 
die Mutationen auszugleichen. Nach der Reaktion wurden Proben von 1 mL genommen und 
mit 1 mL Dichlormethan extrahiert. Nach der Phasentrennung wurde die Dichlormethanphase 
mit einer Spatelspitze Magnesiumsulfat getrocknet und die Proben mittels SFC analysiert. 
 
Carbonylreduktase 
Die Messung der Enantioselektivität der CPCR und der CPCR-Mutanten erfolgte in einem 
Maßstab von 1 mL in 1,5 mL Reaktionsgefäßen für 24 Stunden bei 30°C. Die 
Zusammensetzung der Reaktionen war wie folgt: 
 
Puffer  100 mM TEA/HCl pH 8,0 
Acetophenon 20 mM  
NADH 1 mM 
DTT 1 mM 
Enzym  0,1-2 mg/mL 
 
Auch hier variierte die Proteinkonzentration zwischen den einzelnen Ansätzen, um für alle 
Proben die gleiche Aktivität von 0,5 U/mL einzusetzen. In regelmäßigen Abständen wurden 
Proben von 200 µL genommen und mit Ethylacetat extrahiert. Dazu wurden eine Spatelspitze 
NaCl und 200 µL Ethylacetat zu den Proben gegeben, kräftig gemischt und die obere Phase in 
ein neues Gefäß transferiert. Nach Trocknung mittels einer Spatelspitze Ammoniumsulfat 
wurden die Proben gaschromatographisch analysiert.  
 
2.5 Kinetische Untersuchungen 
2.5.1 Kinetische Parameter der BAL 
 
Zur Messung von Reaktionsanfangsgeschwindigkeiten bei unterschiedlichen Substrat-
konzentrationen wurde der photometrische Aktivitätstest (Kapitel 2.4.1) verwendet und 
Konzentrationen von 0,5-3 mM 2-Furaldehyd bzw. 0,23-3 mM 2,2’-Furoin eingesetzt. Die 
Enzymkonzentration in den Reaktionsansätzen betrug dabei 1-5 µg/mL, je nach eingesetzter 
Enzymvariante. Die so ermittelten Parameter wurden anschließend anhand von Verlaufs-
kurven und mit Hilfe des von Zavrel et al., 2008 veröffentlichen kinetischen Modells 
verifiziert. Die Startbedingungen für die Messung von Verlaufskurven wurden variiert und 
können Tabelle 2.7 entnommen werden, das Messintervall betrug bei allen Messungen 5 
Sekunden. Alle kinetischen Messungen wurden bei 25°C durchgeführt 
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Tabelle 2.7 Startbedingungen und Messdauer bei der Messung von Verlaufskurven (FA: 
2-Furaldehyd, FO: 2,2’-Furoin, FL: Furil). 
Experiment FA [mM] FO [mM] FL [mM] BAL [mM] Dauer [h] 
A 0,85 - - 8,73 · 10-5 2 
B 1,5 - - 2,91 · 10-4 2,2 
C 1,75 - - 8,73 · 10-5 2,6 
D - 0,48 0,05 7,33 · 10-4 2,2 
E - 0,92 0,12 7,94 · 10-4 1,5 
F - 1,38 0,17 1,59 · 10-3 1,7 
 
2.5.2 Kinetische Parameter der CPCR 
 
Alle kinetischen Messungen wurden mittels des Standardaktivitätstests (Kapitel 2.4.1) bei 
25°C durchgeführt. Tabelle 2.8 fasst zusammen welche Konzentrationen zur Bestimmung von 
Reaktionsanfangsraten eingesetzt wurden. Die Enzymkonzentration betrug 0,3-0,8 µg/mL je 
nach Substrat und eingesetzter CPCR-Variante. 
 
Tabelle 2.8 Bestimmung der kinetischen Konstanten der CPCR und der CPCR-Mutanten. 
Km-Wert für Konzentration Cofaktor/Substrat-Konzentration 
Acetophenon 0,05-20 mM NADH                                     0,3 mM 
rac-1-Phenylethanol 0,05-5 mM NAD+                                     0,6 mM 
NAD+ 0,0025-1,5 mM rac-1-Phenylethanol             10 mM 
NADH 0,01-0,5 mM Acetophenon                        2,5 mM 
 
2.6 Messung der Lagerstabilität 
2.6.1 Lösungsmittelstabilität 
 
Sowohl für die nativen Enzyme als auch für sämtliche Enzymvarianten wurde die 
Lagerstabilität in Gegenwart verschiedener organischer Lösungsmittel ermittelt. Für die BAL 
und ihre Varianten waren dies Methyl-tert-Butylether (MTBE), 2-Oktanon und Toluol, für die 
CPCR und ihre Varianten wurden MTBE, Heptan und Cyclohexan getestet. In allen Fällen 
wurde die Stabilität gegenüber gelösten Lösungsmittelmolekülen in der wässrigen Phase und 
die Stabilität gegenüber der Grenzfläche gemessen. Zunächst wurden die Lösungsmittel und 
die entsprechenden Puffer (BAL: 0,05 M Kaliumphosphatpuffer pH 8, CPCR: 0,1 M 
TEA/HCl pH 8) gegeneinander gesättigt. Die resultierenden Lösungsmittelkonzentrationen in 
den jeweils gesättigten wässrigen Phasen wurden mittels Gaschromatographie ermittelt 
(Kapitel 2.2.1). Mit dem lösungsmittelgesättigten Puffer wurden die Enzymlösungen so 
verdünnt, dass sich eine gut messbare Aktivität ergab. Im Fall der BAL wurden zusätzlich die 
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benötigten Cofaktoren zugegeben (0,25 mM ThDP, 2,5 mM MgSO4). Die Aktivität dieser 
Enzymlösungen wurde als 100% Ausgangsaktivität festgelegt und die weiteren 
Aktivitätsdaten auf diesen Wert bezogen. Die Aktivitätsmessung selbst erfolgte mit Hilfe der 
Standardaktivitätstests (Kapitel 2.4.1), wobei im Fall der BAL der fluorimetrische Test mit 
DMBA eingesetzt wurde. In regelmäßigen Abständen wurden Aktivitätsmessungen 
durchgeführt und so die Stabilität im Einphasensystem mit gelösten Lösungsmittelmolekülen 
bestimmt. Parallel dazu wurde ein Teil der Enzymlösung mit dem entsprechenden, puffer-
gesättigten Lösungsmittel überschichtet und auch hier die Restaktivität über eine Dauer von 
einigen Stunden ermittelt. Aus der Abnahme der Aktivität über der Zeit wurden die 
Inaktivierungskoeffizienten bestimmt. 
 
2.6.2 Temperaturstabilität 
 
Neben der Lagerstabilität in Gegenwart von organischen Lösungsmitteln wurde auch die 
Lagerstabilität bei unterschiedlichen Temperaturen im Bereich von 25°C-70°C gemessen. 
Proben der BAL und der CPCR, sowie ihrer Mutanten, wurden in 1,5 mL Reaktionsgefäßen 
in einem Thermoschüttler bei der entsprechenden Temperatur inkubiert und in regelmäßigen 
Abständen die Restaktivität mittels den entsprechenden Standardaktivitätstests (Kapitel 2.4.1) 
gemessen. Wie bei der Lagerstabilität in Gegenwart der Lösungsmittel wurden aus der 
Abnahme der Aktivität die Inaktivierungskoeffizienten bei den einzelnen Temperaturen 
ermittelt.  
 
2.7 Proteinmengenbestimmung nach Bradford 
 
Proteinkonzentrationen wurden durch die Reaktion mit Coomassie Brilliant Blue 
spektrophotometrisch quantifiziert (Bradford, 1976). Die Kalibrierung erfolgte unter 
Verwendung von Rinderserumalbumin in einem Konzentrationsbereich von 5-25 µg/mL. 
Jeweils 800 µL der entsprechenden Proben wurden mit 200 µL Bradfordreagenz versetzt und 
nach 10-minütiger Inkubation bei Raumtemperatur bei 595 nm vermessen. 
 
2.8 SDS-PAGE 
 
Mittels denaturierender Polyacrylamidgelelektrophorese (PAGE) erfolgte der Nachweis der 
unterschiedlichen Proteine und Protein-Varianten, sowie die Abschätzung des Molekular-
gewichts nach der chemischen Modifizierung. Die Polymergele enthielten je nach nachzu-
weisenden Proteinproben unterschiedliche Polyacrylamidkonzentrationen, die Zusammen-
setzung kann Tabelle 2.9 entnommen werden.  
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Tabelle 2.9 Zusammensetzung von Trenn- und Sammelgelen. 
 Trenngel 
 
Sammelgel (5%) 
10 % 12 % 15 % 
Acrylamid (40 %) 0,75 mL 3,75 mL 4,5 mL 5,6 mL 
1 M Tris/HCl pH 6,8 0,75 mL - 
1,5 M Tris/HCl pH 8,8 - 3,75 mL 
Deion. Wasser 4,35 mL 7,2 mL 6,45 mL 5,35 mL 
SDS (10 %) 0,06 mL 0,15 mL 
APS (10 %) 0,06 mL 0,15 mL 
TEMED  0,006 0,006 mL 
 
Die Gelelektrophorese erfolgte in SDS-haltigem Puffer (14,4 g/L Tris, 3 g/L Glycin, 
1 g/L SDS, pH 8,3) bei einer konstanten Spannung von 130-200 Volt für 1-3 Stunden. Im 
Anschluss wurden die Gele jeweils dreimal 15 Minuten in deionisiertem Wasser gewaschen 
und anschließend die Proteinbanden mit PageBlueTM Protein Staining Solution (Fermentas) 
angefärbt. Die Entfärbung nicht proteinhaltiger Gelbereiche erfolgte wiederum mit 
deionisiertem Wasser. 
 
2.9 Molekularbiologische Methoden 
2.9.1 Agarose-Gelelektrophorese 
 
Mittels Agarose-Gelelektrophorese erfolgte die Auftrennung von DNA-Fragmenten aus PCR-
Reaktionen und der Nachweis von Plasmid-DNA nach der Isolation. Agarose wurde in einer 
Konzentration von 1 % (w/v) in TAE-Puffer (40 mM Tris, 20 mM Acetat, 2 mM EDTA, 
pH 8,3) gelöst und mit 0,01 % (v/v) Ethidiumbromid versetzt, auch als Laufpuffer diente 
TAE-Puffer. Die zu untersuchenden DNA-Proben wurden vor der Elektrophorese mit 20 % 
(v/v) Ladepuffer (6 x) versetzt und Volumina von bis zu 20 µL analysiert, als Größenstandard 
dienten 0,5 µg eines DNA-Markers (GeneRulerTM 1 kb ladder, Fermentas). Nach der 
Elektrophorese erfolgte die Visualisierung der DNA-Banden mit Hilfe eines UV-
Transilluminators.  
 
2.9.2 Plasmidvermehrung und -isolation 
 
Herstellung kompetenter E. coli Zellen 
Die Herstellung kompetenter Zellen der E. coli Stämme DH5α, SG13009, JM109(DE3) und 
BL21(DE3) erfolgte nach Inoue et al., 1990. Vorkulturen (25 mL LB; im Fall von E. coli 
SG13009 mit 25 µg/mL Kanamycin) wurden mit einer Kolonie der entsprechenden Zellen 
beimpft und für 8 Stunden bei 37 °C und 150 Upm bebrütet. Im Anschluss wurden 250 mL 
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Hauptkultur (LB, ggf. mit Kanamycin) mit je 2 mL der Vorkultur beimpft und über Nacht bei 
20°C und 80 Upm angezogen. Nach Erreichen einer OD600 von 0,8 wurden die Zellen für 
10 Minuten auf Eis gestellt, abzentrifugiert (4.000 Upm, 10 min, 4 °C) und das Zellpellet 
anschließend in 80 mL eiskaltem Transformationspuffer (55 mM MnCl2 x 4 H2O, 15 mM 
CaCl2 x 2 H2O, 250 mM KCl, 10 mM PIPES) resuspendiert. Nach erneuter Zentrifugation 
wurde das Pellet wiederum in 20 mL Transformationspuffer resuspendiert, 5 mL DMSO 
hinzugegeben und für 10 Minuten auf Eis inkubiert. Von der Zellsuspension wurden dann 
Aliquots von je 200 µL in 1,5 mL-Reaktionsgefäßen bis zur Verwendung bei -80 °C gelagert. 
 
Transformation mittels Hitzeschock 
Die Transformation von Plasmiden in kompetente E. coli Zellen erfolgte nach der Methode 
von Hanahan (1983). 200 µL kompetente Zellen wurden 30 Minuten auf Eis aufgetaut und 
nach Zugabe von 10 µL Plasmid-DNA erneut 30 Minuten auf Eis gestellt. Die Hitzeschock-
Transformation erfolgte anschließend für 90 Sekunden bei 42°C. Danach wurden die Zellen 
für 2 Minuten auf Eis gestellt und nach Zugabe von 800 µL SOC-Medium (2 % w/v Trypton, 
0,5 % w/v Hefeextrakt, 10 mM NaCl, 2,5 mM KCl, 10 mM MgCl2, 10 mM MgSO4, 20 mM 
Glucose, pH 7, sterilfiltriert) für ca. 1 Stunde bei 37 °C schüttelnd regeneriert. Anschließend 
wurden Aliquots der Zellen auf LB-Selektionsplatten ausplattiert und über Nacht bei 37 °C 
inkubiert. 
 
Plasmidisolation 
Die Aufreinigung aller Plasmide aus E. coli Zellen wurde mittels des Plasmid Mini-Prep Kits 
der Firma Jena Bioscience mit 4 mL einer jeweiligen Übernachtkultur (37°C und 120 Upm) 
entsprechend Herstellerangaben durchgeführt. Die Elution der Plasmid-DNA erfolgte mit 
10 mM Tris-HCl (pH 8).  
 
2.9.3 Mutagenese 
 
Die gerichtete Mutagenese von BAL und CPCR erfolgte nach dem QuikChange® Protokoll 
der Firma Stratagene. Nach Auswahl der zu erstellenden Mutationen wurden PCR-Primer 
entworfen, die an den ausgewählten Stellen die neue Zielsequenz enthielten. Da während der 
PCR-Reaktion beide DNA-Stränge amplifiziert werden, wurden für jede Mutation jeweils 2 
Primer (strangaufwärts und strangabwärts gerichtet) benötigt. Tabelle 2.10 listet alle 
verwendeten Primer auf, wobei nur die Sequenzen der jeweiligen upstream-Primer angegeben 
sind. Die Sequenzen der dazugehörigen downstream-Primer entsprechenden den komplemen-
tären, invertierten Sequenzen. Die Primer wurden von der Firma Sigma-Aldrich bezogen 
(Lyophilisat, RP-HPLC aufgereinigt), in einer Konzentration von 100 pM in TE-Puffer 
(10 mM Tris, 0,1 mM EDTA, pH 8) gelöst und bei -20°C gelagert. Sequenzierungen wurden 
von der Firma MWG Biotech (Martinsried) mit den entsprechenden Primern (BAL: pKK bzw. 
CD s. Tabelle 2.10, CPCR: Standardprimer T7 und T7end) durchgeführt. 
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Tabelle 2.10 Primer-Sequenzen für die gerichtete Mutagenese und für Sequenzierungen. (Mutagenese: 
aufgelistet sind jeweils die Sequenzen der upstream-Primer und die verwendete Annealing-
Temperatur; Mutationen sind fett unterlegt). 
 Basenabfolge (5’ ? 3’) Annealing [°C] 
BAL 
A1 GATGAGGATAGCGTCGATATCCCCGATCTGGTC 70 
A2 GATGAGGATAGCAACATTACCCCCGATCTGGTCTTGTCCGCG 70 
A3 CCAGATTGATGAGGATAGCAACGATACCCCCGATCTGGTCTTGTCCGCG 60 
B1 GCTCTCGGGGGATCACGATGCTATGCGGGGCGGG 70 
B2 GCTCTCGGGGAACCACGATGCTATGCGGGGCGGG 70 
C1 ACCGCGCAAGATTCGGATTGGCCGGATCGCGGC 70 
C2  GCCACCGCGCAAGATACGTCTTGGCCGGATCGCGGC 70 
C3  GCCACCAAGCAAGATACGTCTTGGCCGGATCGCGGC 70 
D1 CGCTATGCCAGCATCTCTGATAAATCGAGCAGCGAGCATG 70 
CPCR 
A1 AATTTGAGAAATGATACCCCTTCTCACAAGCCC 55 
A2 AATTTGAGAAATGATTTGCCTTCTCACAAGCCC 68 
B1 GGTGATGATTCTACCAACTACAAGTCTGGTGATCG 55 
B2 GGTGATGATGTCACCAACTACAAGTCTGGTGATCG 55 
B3 GGTGATGATTCTAAAAACTACAAGGAAGGTGATCG 55 
C1 GTTTATGAAACACGCCCAGAATCCAAATCTCCTGGC 55 
C2 GTTTATGAAACACAGCCAGAATCCAACTCTCCTGGC 55 
D1 GGAGATTTGAAAAAAAGAGAAATTCGAATC 55 
D2 GGAGATTTGAAATTGAGAGAAATTCGAATC 55 
D3 GGAGATTTGAACCAGAGAGAAATTCGAATC 55 
E1 GAAGGTAAAGTTAAACCCAAAAAAAGAAGTGCC 55 
E2 AGTGAAGGTAAAAACAAACCCAACAACAGAAGTGCC 55 
Spezielle Sequenzier-Primer für die BAL-Mutanten 
pKKfw AGCGGATAACAATTTCAC  
pKKrv TCTCTCATCCGCCAAAACAG  
CDfw GTAGCACGAGCCGAGTCTTCGGAG  
CDrv GTCACCCCTGCATCGACGTG  
 
Polymerase-Kettenreaktion zum Einbringen der Mutationen 
Durch die Polymerase-Ketten-Reaktion wurden die Plasmide pBALhis (BAL) und 
pET26b(+)CPCRhis amplifiziert, wobei durch die verwendeten Primer (Tabelle 2.10) die 
gewünschten Mutationen eingebracht werden sollten. Die Reaktionsansätze setzten sich wie 
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folgt zusammen, wobei die Konzentrationen des eingesetzten DNA-Templats zwischen 
50 und 250 µg/mL variierten:  
 
PfuTurbo Reaktionspuffer (10 x) 5 µL 
Templat-DNA  1 µL 
Primer for (10 pmol/µL) 1,5 µL 
Primer rev (10 pmol/µL) 1,5 µL 
dNTPs (10 mM) 1 µL 
PfuTurbo Polymerase (2,5 U/µL) 1 µL 
Deionisiertes Wasser 39 µL 
Gesamtvolumen 50 µL 
 
Das verwendete PCR-Programm kann Tabelle 2.11 entnommen werden, wobei die 
Annealing-Temperatur je nach verwendetem Primer variierte und daher zusammen mit der 
Sequenz in Tabelle 2.10 aufgelistet ist. 
 
Tabelle 2.11 PCR-Bedingungen zum Einbringen der Mutationen. 
 Temperatur Zeit Zyklen 
Initiale Denaturierung 95°C 2 min 1 
Denaturierung 95°C 50 sec 
Annealing s. Tabelle 2.10 1 min 
Elongation 68°C 6,5 min 
25 
Finale Elongation 68°C 7 min 1 
 
DpnI Verdau 
Um die unmutierten parentalen Plasmide nach der PCR aus dem Ansatz zu entfernen, wurde 
diese durch das Restriktionsenzym DpnI selektiv verdaut. Der DpnI-Verdau erfolgte für 1-2 
Stunden bei 37°C, im Anschluss wurde das Restriktionsenzym für 20 Minuten bei 80°C 
inaktiviert. Die verbliebenen, mutierten Plasmide wurde anschließend in die entsprechenden 
kompetenten Zellen (BAL: E. coli SG13009, CPCR: E. coli JM109(DE3)) transformiert 
(Kapitel 2.9.2). 
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2.10 Chemische Modifizierung freier Aminogruppen 
2.10.1 Bestimmung der freien Aminogruppen (TNBS-Test) 
 
Die Quantifizierung der freien Aminogruppen vor und nach der chemischen Modifizierung 
erfolgte in Anlehnung an Snyder und Sobocinski (1975) durch Reaktion mit 2,4,6-
Trinitrobenzensulfonsäure (TNBS). Die verschiedenen Enzymproben wurden entweder in 
0,1 M Na-Boratpuffer pH 9,3 gelöst (native BAL) oder mittels PD-Säulen in diesen Puffer 
überführt. Im Anschluss wurden verschiedene Verdünnungen dieser Lösungen in Na-
Boratpuffer hergestellt und der Proteingehalt gemessen (Kapitel 2.7). Die Reaktion wurde 
durch Mischen von 600 µL dieser Enzymlösungen mit 15 µL einer 0,03 M TNBS-Lösung (in 
0,1 M Na-Boratpuffer pH 9,3) gestartet und bis zum Erreichen eines Gleichgewichts bei 
420 nm spektrometrisch gemessen (meist 4 Stunden). Neben den unterschiedlichen 
Verdünnungen wurde auch ein Nullwert mit 600 µL Na-Boratpuffer pH 9,3 mitgeführt, 
welcher später von den Messwerten subtrahiert wurde. Durch Auftragung der Absorption im 
Gleichgewicht über der eingesetzten Proteinkonzentration wurde anhand der sich ergebenden 
Steigung der Anteil freier Aminogruppen bestimmt. Da sich durch Reaktion an den 
Aminogruppen diese Steigung verringert, kann ermittelt werden wie viel Prozent der 
zugänglichen Aminogruppen modifiziert wurden.  
 
2.10.2 Modifizierung freier Aminogruppen mit Anhydriden 
 
Die Acetylierung freier Aminogruppen erfolgte in Anlehnung an Liu et al. (2006). Eingesetzt 
wurden die cyclischen Anhydride Maleinsäureanhydrid (MA), Glutarsäureanhydrid (GA), 
Trimellitsäureanhydrid (TMA) und Pyromellitsäuredianhydrid (PMDA). Die in Puffer 
gelösten Enzyme (BAL: 0,1 M Kaliumphosphatpuffer pH 8; CPCR: 0,1 M TEA/HCl-Puffer 
pH 8) wurden für 1 Stunde bei 4°C mit einem 500-fachen molaren Überschuss an Anhydriden 
inkubiert (Überkopfschüttler). Die Anhydride wurden als konzentrierte Lösungen in DMF 
(TMA) bzw. DMSO (MA; GA, PMDA) gelöst und tropfenweise zu den Enzymlösungen 
gegeben. Nach der Reaktion erfolgte die Aufreinigung der modifizierten Enzyme mittels PD-
10 Entsalzungssäulen. 
 
2.10.3 Chemische Modifizierung mit Methoxypolyethylenglycol (mPEG) 
2.10.3.1 Aktivierung von Methoxypolyethylenglycol 
 
Die Aktivierung der verwendeten mPEG erfolgte nach Hernáiz et al., 1997, verwendet 
wurden mPEG2000 und mPEG750. Jeweils 10 g mPEG wurden in 20 mL wasserfreiem 
Acetonitril (AcN) gelöst. Anschließend wurde eine Lösung bestehend aus 0,7 mL 
Triethylamin (Et3N) und 1 g p-Nitrophenylchloroformate zugegeben. Das Gemisch wurde für 
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20 Stunden bei RT gerührt, wobei die gesamte Reaktion unter einer Argon-
Schutzgasatmosphäre durchgeführt wurde. Es entstand ein weißer Niederschlag bestehend aus 
Et3NH+Cl- und mPEG, der nach Ablauf der Reaktion abfiltriert und anschließend verworfen 
wurde. Das Filtrat wurde mit 200 mL wasserfreiem Diethylether versetzt und anschließend 
auf 4°C gekühlt. Es entstand ein weißer Niederschlag bestehend aus p-Nitrophenyl-mPEG-
carbonat. Zur Aufreinigung wurde der Niederschlag abfiltriert, getrocknet und anschließend 
in 10 mL wasserfreiem Acetonitril resolviert. Zu dieser Lösung wurden wiederum 200 mL 
wasserfreier Diethylether gegeben, auf 4°C gekühlt und der entstandene Niederschlag erneut 
abfiltriert und getrocknet. Dieser Schritt wurde insgesamt viermal wiederholt. Während der 
Aufreinigung wurde mittels Dünnschichtchromatographie die Reinheit der Produkte 
kontrolliert. Nach vier Aufreinigungsschritten konnte kein p-Nitrophenylchloroformat mehr 
nachgewiesen werden. 
 
1H-NMR p-Nitrophenyl-mPEG2000-carbonat:  
δ (ppm) 8,10-8,13 (d, 1H, ar); 7,24-7,27 (d, 1H, ar); 3,4-3,9 (m, 185H, all other H); 3,36 
(s, 3H, OMe) 
 
1H-NMR p-Nitrophenyl-mPEG750-carbonat:  
δ (ppm) 8,18-8,27(d, 1H, ar); 7,24-7,27 (d, 1H, ar); 3,4-3,9 (m, 53H, all other H); 3,29 
(s, 3H,OMe) 
 
Bestimmung des Aktivierungsgrades 
Die Bestimmung des Aktivierungsgrades erfolgte über die spektrophotometrische 
Bestimmung von p-Nitrophenol, welches aus p-Nitrophenyl-mPEG-carbonat bei der 
Esterhydrolyse freigesetzt wird. Die aktivierten mPEG wurden in einer Konzentration von 
0,16 g/L in dest. Wasser gelöst. Die Hydrolyse wurde durch Zugabe von 1 M NaOH 
(1,2 µL/mL) gestartet und für 40 min bei Raumtemperatur photometrisch bei 400 nm verfolgt 
(Kapitel 2.2.3). Nachdem die Reaktion abgeschlossen war, wurde aus der gemessenen 
Absorption und dem Extinktionskoeffizienten die Konzentration an freigesetztem p-Nitro-
phenol berechnet (Gleichung 2.1). Da die Menge an freigesetztem p-Nitrophenol der Menge 
aktivierter Hydroxygruppen entsprach, konnte der Aktivierungsgrad der zur Hydrolyse 
eingesetzten aktivierten mPEG berechnet werden. Es ergaben sich Aktivierungsgrade von 
> 99 %.  
 
2.10.3.2 mPEG-Modifizierung und Aufreinigung der Enzyme 
 
Für die Modifizierungsreaktionen wurden die Enzyme in unterschiedlichen Konzentrationen 
(0,5-2 mg/mL) in Puffer gelöst. Im Fall der BAL wurde 0,05 M Kaliumphosphatpuffer mit 
0,25 mM ThDP und 2,5 mM MgSO4, im Fall der CPCR 0,1 M TEA/HCl-Puffer verwendet. 
Der pH-Wert wurde zum Teil variiert (pH 8-9,5), da er den Protonierungsgrad der 
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Aminogruppen bestimmt und somit einen entscheidenden Einfluss auf den Erfolg der 
Reaktion hat. Nach Ermittlung des tatsächlichen Proteingehalts (Kapitel 2.7) wurden 
aktivierte mPEG in unterschiedlichem molaren Überschuss (10-1000-fach) zu den 
Enzymlösungen gegeben und das Reaktionsgemisch bei 25°C für 2-24 Stunden auf einem 
Überkopfschüttler inkubiert. Durch Extinktionsmessung bei 400 nm konnte die Freisetzung 
von p-Nitrophenol aus den aktivierten mPEG-Molekülen verfolgt werden. Zusätzlich wurden 
zum Teil Proben aus dem Reaktionsansatz entnommen und in einer SDS-PAGE analysiert 
(Kapitel 2.8). Nach der Reaktion wurden die modifizierten Enzyme zur Entfernung des 
p-Nitrophenols und nicht gebundener mPEG unter Verwendung von Entsalzungssäulen 
(PD-10) aufgereinigt. Besonders bei einem hohen Überschuss an aktivierten PEG und mPEG 
waren dazu mehrere Wiederholungen nötig. Die gleichzeitige Umpufferung erfolgte für die 
BAL in 0,05 M Kaliumphosphatpuffer pH 8 (mit 0,25 mM ThDP und 2,5 mM MgSO4) und 
für die CPCR in 0,1 M TEA/HCl-Puffer pH 8. Sowohl direkt nach der Modifizierung als auch 
nach der Aufreinigung wurden Proben im jeweiligen Standardaktivitätstest (Kapitel 2.4.1) 
eingesetzt und die Restaktivität ermittelt. Proben der modifizierten Enzyme wurden mittels 
SDS-PAGE (Kapitel 2.8), Gelfiltration (Kapitel 2.10.4) und TNBS-Test (Kapitel 2.10.1) 
analysiert. 
 
2.10.4 Gelfiltration 
 
Mittels Gelfiltration sollte für die einzelnen Modifikationsprodukte die Zunahme des 
Molekulargewichts quantifiziert werden. Die verwendete Chromatographiesäule hatte ein 
Matrixvolumen von 240 mL (Sephacyrl HR-300) bei einer Höhe von 102 cm und einem 
Radius von 0,8 cm; als Puffer wurde 0,1 M TEA/HCl-Puffer pH 8 mit 150 mM NaCl 
verwendet. Die Flussrate betrug immer 0,5 mL/min und die Detektion erfolgte über den UV-
Detektor des verwendeten FPLC-Systems (Pharmacia). Nach Bestimmung des Ausschluss-
volumens mittels Blue Dextran (2000 kDa), erfolgte eine Kalibrierung mit vier Standard-
proteinen (Tabelle 2.12). Neben den Varianten wurden zum Vergleich auch unmodifizierte 
BAL und CPCR analysiert. 
 
Tabelle 2.12 Verwendete Standardproteine (Sigma-Aldrich) zur Kalibrierung der Gelfiltrationssäule. 
Protein Molekulargewicht [kDa] 
Carboanhydrase aus Erythrocyten 29 
Rinderserumalbumin 66 
Alkoholdehydrogenase aus S. cerevisiae 150 
Apoferritin aus Pferdemilz 443 
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2.11  Messung der Prozessstabilität im Zweiphasensystem 
 
Für die Untersuchungen im Zweiphasensystem wurde in Kooperation mit Dr. Lasse Greiner 
(ITMC, RWTH Aachen) ein Reaktorkonzept entwickelt, welches die Messung von 
Enzymreaktionen unter Prozessbedingungen erlaubt (van den Wittenboer et al., 2009). Das 
Reaktionsgefäß bestand aus Glas und hatte einen temperierbaren Doppelmantel. Über einen 
Edelstahldeckel konnte das System mit Hilfe eines Dichtungsrings und eines Flanschs 
gasdicht verschlossen werden. Im Deckel befanden sich 5 Bohrungen mit 1/4-28 Gewinden, 
an die über entsprechende Anschlüsse der Zulauf, der Ablauf und ein Begasungsschlauch zur 
Erstellung eines Überdrucks angebracht waren. Begast wurde mit Stickstoff (Vordruck: 
0,3 bar, Fluss geregelt auf 30 mL/min, Durchmesser der Zuleitung: 4 mm), der vor Eintritt ins 
Reaktionsgefäß mit dem entsprechenden Lösungsmittel gesättigt wurde, um die Evaporation 
der zum Teil sehr flüchtigen Lösungsmittel zu minimieren. Durch den Überdruck wurde der 
Füllstand der organischen Phase im Reaktor geregelt. Alle verwendeten Kapillaren und 
Anschlüsse bestanden aus Polyetheretherketon (PEEK) oder Polytetrafluorethylen (PTFE). 
Der Reaktor hatte ein Gesamtvolumen von 10 mL, wobei die zwei Phasen getrennt 
voneinander durchmischt wurden. Dazu stand das Reaktionsgefäß auf einem Magnetrührer, 
mit dessen Hilfe die untere Phase gerührt wurde. Im Metalldeckel des Reaktionsgefäßes 
befand sich ein zweiter Magnetrührstab, welcher über einen kleinen Magnetrührer (Varimag 
Micro, Thermo Scientific) von oben angetrieben wurde und der wiederum über eine Welle 
einen Metallrührer antrieb, der die obere Phase durchmischte.  
 
2.11.1 Bestimmung der Verteilungsgleichgewichte 
 
Die Verteilungsgleichgewichte der beteiligten Reaktanden wurden für beide Enzymreaktionen 
und alle untersuchten Lösungsmittel bestimmt. Dazu wurde zunächst der jeweilige Puffer 
(BAL: 0,05 M Kaliumphosphatpuffer, pH 8; CPCR: 0,1 M TEA/HCl-Puffer, pH 8) und die 
verschiedenen organischen Lösungsmittel (BAL: MTBE; 2-Oktanon, Toluol; CPCR: MTBE, 
Heptan, Cyclohexan) gegenseitig miteinander gesättigt. Im Anschluss wurden jeweils 2,2 mL 
der lösungsmittelgesättigten Pufferphase mit 2,2 mL der puffergesättigten Lösungs-
mittelphase überschichtet, welche die einzelnen Reaktanden in unterschiedlichen 
Konzentrationen enthielt. Nach kurzem Mischen (Vortex) wurden die Ansätze bei 25°C 
gelagert und nach Einstellung des Gleichgewichtes (4-72 Stunden) die Konzentrationen in 
beiden Phasen mittels GC bzw. HPLC (Kapitel 2.2) ermittelt, dabei wurden die GC-Proben 
mit einer entsprechenden konzentrierten Lösung eines Internen Standards versetzt 
(Endkonzentration 20 mM Dodecan bei Lösungsmittelproben bzw. 20 mM 1-Butanol bei 
wässrigen Proben). Da Dodecan als Interner Standard für die GC-Analyse auch in der 
organischen Phase im Zweiphasenreaktor vorlag, wurde seine Verteilung separat ermittelt 
(1-Butanol als Interner Standrad in beiden Phasen). 
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Verteilung der Reaktanden in Gegenwart mPEGylierter BAL 
Um zu überprüfen ob die Modifizierung der BAL mit mPEG die Verteilung der Reaktanden in 
den Zweiphasensystemen beeinflusst, wurden zusätzliche Verteilungsexperimente durch-
geführt, in denen mPEGylierte BAL in der wässrigen Phase vorlag. Da der Umsatz der 
Reaktanden unterbunden werden musste, wurden inaktive Enzymproben benutzt, welche bis 
zum vollständigen Aktivitätsverlust im entsprechenden lösungsmittelgesättigten Puffer bei 
Raumtemperatur gelagert wurden. 
  
Verteilung mPEGylierter BAL im Zweiphasensystem  
Da es möglich ist, dass die mit mPEG modifizierte BAL in den organischen Lösungsmitteln 
löslich sind, wurden während der Lagerstabilitätsmessungen (Kapitel 2.6) neben Proben für 
den Aktivitätstest auch Proben für eine Proteingehaltsmessung entnommen (Kapitel 2.7). So 
sollte eine mögliche Abnahme der Proteinkonzentration in der wässrigen Phase im Zuge der 
Inkubation im Zweiphasensystem untersucht werden. 
 
2.11.2 Messung des Stofftransports 
 
Der Stofftransport aller beteiligten Reaktanden wurde im kontinuierlichen Betrieb im 
vorgestellten Reaktoraufbau gemessen. Die einzelnen Reaktanden wurden in der wässrigen 
Phase (5 mL lösungsmittelgesättigter Puffer) vorgelegt und mit 5 mL puffergesättigter 
Lösungsmittelphase (mit 20 mM Dodecan als interner Standard für die GC-Analyse) 
überschichtet. In kontinuierlicher Betriebsweise in Bezug auf die organische Phase, wurde die 
Konzentrationsänderung im Überlauf (organische Phase) verfolgt. Anhand der erhaltenen 
Kurvenverläufe wurden mithilfe der Software gProms (Version 3.1, Process System 
Enterprise Ltd., London, UK) Parameterwerte für die Stoffübergangskoeffizienten geschätzt. 
Alle Messungen wurden bei 25°C und konstanter Rührerdrehzahl (jeweils ca. 4 s-1) 
durchgeführt. Für jede Messung wurden Einlass- und Auslassvolumenstrom ermittelt.    
  
2.11.3 Reaktionen im Zweiphasensystem 
 
Alle Reaktionen wurden kontinuierlich in Bezug auf die organische Phase bei 25°C 
durchgeführt, dabei hatten beide Phasen ein Volumen von 5 mL. Die Rührer waren so 
eingestellt, dass bei maximaler Drehzahl die Grenzfläche intakt blieb, dies ergab sich bei 
Rührerdrehzahlen von ca. 4 s-1. Die wässrige Phase (lösungsmittelgesättigter Puffer) enthielt 
das jeweilige Enzym sowie die benötigten Cofaktoren (BAL: 2,5 mM MgSO4, 0,25 mM 
ThDP; CPCR: 1 mM NADH). Das Substrat wurde zusammen mit dem internen Standard für 
die GC-Analyse (20 bzw. 50 mM Dodecan) mit der organischen Phase vorgelegt. Im Fall der 
CPCR-Reaktionen wurde Isopropanol sowohl mit der wässrigen als auch mit der organischen 
Phase zugegeben, auf diese Weise sollte gewährleistet werden, dass Isopropanol von Anfang 
an im Verteilungsgleichgewicht vorliegt. Die Substrat- und Produktkonzentrationen im 
  Material und Methoden 
41 
Überlauf der organischen Phase wurden gaschromatographisch bestimmt (Kapitel 2.2.1). Aus 
der Abnahme der Aktivität im Verlauf der Reaktion wurde auf die Inaktivierung der Enzyme 
geschlossen. Dies erfolgte durch eine exponentielle Anpassung an die gemessenen Daten 
(abnehmende Aktivität). Für das BAL-System wurde der Inaktivierungskoeffizient unter 
anderem mit Hilfe eines entwickelten Modells für das reaktive Zweiphasensystem (umfasste 
Kinetik, Verteilung und Stofftransport) und unter Zuhilfenahme der Software gProms 
geschätzt.  
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3 Ergebnisse und Diskussion 
3.1 BAL und CPCR in wässrig-organischen Zweiphasensystemen  
 
Sowohl die Benzaldehydlyase aus Pseudomonas fluorescens (BAL) als auch die Carbonyl-
reduktase aus Candida parapsilosis (CPCR) sind als selektive Katalysatoren für die Synthese 
verschiedenster chiraler Moleküle interessant. Beiden gemeinsam ist, dass die Reaktanden der 
von ihnen katalysierten Reaktionen größtenteils sehr hydrophob sind und bei Verwendung 
von rein-wässrigen Systemen aufgrund der geringen Löslichkeit keine hohen Umsätze 
erreicht werden können. Durch den Einsatz von wässrig-organischen Zweiphasensystemen 
könnte dieses Problem behoben werden, allerdings zeigen beide Enzyme eine ungenügende 
Stabilität in diesen Systemen (Stillger, 2004, Kühl, 2008; Bhattacharjee, 2006). In der 
vorliegenden Arbeit sollte mit Hilfe verschiedener Methoden eine Stabilisierung der BAL und 
der CPCR in wässrig-organischen Zweiphasensystemen erreicht werden. Zunächst wurden für 
beide Enzyme exemplarisch drei Lösungsmitteln ausgewählt anhand derer die Stabilität der 
nativen Enzyme untersucht und mit der Stabilität der verschiedenen Enzymvarianten 
verglichen werden sollte. 
 
Die gängigste Methode, die Stabilität eines Enzyms unter bestimmten Bedingungen zu 
untersuchen, ist die Messung der so genannten Lagerstabilität. Dabei wird das Enzym bei den 
zu untersuchenden Bedingungen gelagert und in geeigneten Zeitabständen die Restaktivität in 
einem standardisierten Test ermittelt. Dadurch lässt sich leicht die Stabilität in Abhängigkeit 
von verschiedenen Einflussfaktoren (Temperatur, pH-Wert, usw.) untersuchen, solange eine 
Probennahme für die Messung der Restaktivität möglich ist und diese nicht durch störende 
Substanzen beeinträchtigt wird. Obwohl die Lagerstabilität eines Enzyms nicht zwingend 
seiner Stabilität unter Prozessbedingungen entspricht, dient sie in den meisten Studien als 
Stabilitätsmaß (Illanes, 1999). Auch in der vorliegenden Arbeit sollte die Evaluierung der 
einzelnen Enzymvarianten zunächst anhand von Lagerstabilitätsmessungen erfolgen, da eine 
Messung unter Prozessbedingungen um Einiges komplizierter ist und sich daher für eine 
große Anzahl verschiedener Varianten nicht eignete (Kapitel 3.4). Es wurde davon 
ausgegangen, dass Enzymvarianten, welche unter nicht-reaktiven Bedingungen instabiler sind 
als die ursprünglichen Enzyme auch unter reaktiven Bedingungen keine höhere Stabilität 
aufweisen können. Auf diese Weise sollten anhand von Lagerstabilitätsmessungen zunächst 
Enzymvarianten ausgewählt werden, für welche der Aufwand einer Prozessstabilitäts-
messung lohnend erschien.  
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3.1.1 Auswahl der verwendeten Lösungsmittel 
 
Wie bereits ausführlich dargelegt, können die organischen Lösungsmittel in 
Zweiphasensystemen auf unterschiedliche Weise inaktivierend auf ein Enzym wirken. 
Eigenschaften des Lösungsmittels wie die Polarität oder verschiedene funktionelle Gruppen 
spielen dabei eine Rolle (Ghatorae et al., 1994, Ross et al., 2000b). Bei der Auswahl der hier 
verwendeten Lösungsmittel, sollten möglichst unterschiedliche Eigenschaften vertreten sein. 
Die Anzahl der Lösungsmittel wurde aus praktischen Gründen auf drei begrenzt, was jedoch 
für einen ersten Eindruck ausreichend sein sollte. Da die Bewertung verschiedener Stabili-
sierungsmethoden im Vordergrund stand und nicht die Wahl eines optimalen Lösungsmittels, 
spielten Kriterien wie Extraktionsvermögen oder Preis zunächst keine Rolle. Die letztendlich 
angestrebte Messung der Prozessstabilität in den Zweiphasensystemen setzte jedoch eine 
ausreichende Löslichkeit der Substrate und Produkte in den ausgewählten Lösungsmitteln 
voraus. Dies schränkte im Fall der BAL die Zahl verwendbarer Lösungsmittel ein, da die 
Reaktanden, insbesondere das Kondensationsprodukt 2,2’-Furoin, weder in sehr polaren noch 
in sehr unpolaren Lösungsmitteln löslich sind. Tabelle 3.1 zeigt die ausgewählten 
Lösungsmittel und fasst einige ihrer Eigenschaften zusammen. Im BAL-Zweiphasensystem 
kamen MTBE, Toluol und 2-Oktanon zum Einsatz, für die Untersuchung der CPCR-Stabilität 
wurden MTBE, Cyclohexan und n-Heptan ausgewählt. 
 
Tabelle 3.1 Ausgewählte Lösungsmittel und einige ihrer Eigenschaften (BAL: MTBE, 2-Oktanon, 
Toluol; CPCR: MTBE, Cyclohexan, n-Heptan).  
Lösungsmittel Struktur log P 
[-]a 
Grenzflächenspannung 
[mN/m] b 
Löslichkeit in 
Wasser [mol/L]c 
Methyl-tert-butylether O
 
0,94 10,5 0,668 ± 0,153 
2-Oktanon 
O
2,37 14,1 0,006 ± 0,0007 
Toluol  
 
2,73 36,1 0,003 ± 0,0012 
Cyclohexan 
 
3,44 50,2 0,004 ± 0,0002 
n-Heptan  4,5 50,2 0,016 ± 0,0003 
 
a Lide, 2008, b Freitas et al., 1997, cselbst ermittelt 
 
Für beide Enzyme stammten die ausgewählten Lösungsmittel aus unterschiedlichen 
Stoffklassen. Des Weiteren unterschieden sie sich in ihrem log P-Wert bzw. in der Ober-
flächenspannung, die sich an der Grenzfläche im Zweiphasensystem ergibt. Diese zwei 
Parameter wurden in der Vergangenheit bereits dazu verwendet, Lösungsmitteleigenschaften 
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und ihren Effekt auf unterschiedliche Enzyme zu korrelieren (Laane et al., 1987, Ghatorae et 
al., 1994; Ross et al., 2000b; Kapitel 1.1.2.1).  
 
3.1.2 Bestimmung der Lagerstabilität in Gegenwart organischer Lösungsmittel 
 
Die Inaktivierung von Enzymen in Zweiphasensystemen wird sowohl durch gelöste 
Lösungsmittelmoleküle in der wässrigen Phase (molekulare Toxizität) als auch durch Inter-
aktionen mit der Grenzfläche (Phasentoxizität) hervorgerufen. Die Messung der Lager-
stabilität in lösungsmittel-gesättigtem Puffer (Einphasensystem) sollte einen molekularen 
Effekt aufdecken, durch zusätzliche Überschichtung mit dem entsprechenden Lösungsmittel 
(Zweiphasensystem) sollte der zusätzliche Einfluss der Grenzfläche auf die Stabilität der 
Enzyme untersucht werden. Für die Inaktivierung an der Grenzfläche sollte sich eine 
Abhängigkeit von deren Ausdehnung ergeben (Ghatorae et al., 1994), da jedoch die 
Grenzfläche in allen Experimenten konstant war (3,14 cm2), wurde in beiden Fällen ein 
Inaktivierungsmechanismus erster Ordnung in Abhängigkeit von der Zeit angenommen. 
Dabei wird das Enzym in einem irreversiblen Schritt inaktiviert wodurch die Konzentration 
an aktivem Enzym (E) abnimmt, der Inaktivierungskoeffizient kd beschreibt die Rate dieser 
Inaktivierung:  
 
Ek
dt
dE
d ⋅−=      Gleichung 3.1 
 
Setzt man für die Konzentration an aktivem Enzym die messbare Aktivität ein, erhält man 
nach Integration die Gleichung 3.2, welche eine einfache exponentielle Abnahme der 
Aktivität im Messverlauf beschreibt.  
 
tkdeAA ⋅−⋅= 0      Gleichung 3.2 
 
wobei A bzw. A0 der Aktivität zum Zeitpunkt t bzw. zum Zeitpunkt t = 0 entsprechen. 
Unabhängig von der Inaktivierung durch das Lösungsmittel kann sich jedoch auch eine 
Inhibierung durch gelöste Lösungsmittelmoleküle in der wässrigen Phase ergeben. Diese 
macht sich durch einen sprunghaften Aktivitätsverlust direkt zu Beginn der Messung 
bemerkbar (Villela Filho et al., 2003). Da sich die Konzentration des Inhibitors während der 
Messung nicht mehr ändert, ist die stetige Aktivitätsabnahme im weiteren Verlauf nur auf die 
Inaktivierung zurückzuführen. Bei der exponentiellen Anpassung wurde daher nicht nur der 
Inaktivierungskoeffizient sondern auch die Ausgangsaktivität als variabler Parameter 
geschätzt, da sich A0 im Fall einer Inhibierung aus der tatsächlich gemessenen 
Ausgangsaktivität und einem Inhibierungsfaktor ergibt, welcher sich in Form einer 
scheinbaren Erniedrigung von A0 auswirkt. Abbildung 3.1 zeigt diesen Zusammenhang am 
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Vergleich der Lagerstabilitätsmessungen der BAL in Zweiphasensystemen mit Toluol bzw. 
2-Oktanon. 
Toluol
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Abbildung 3.1 Inaktivierung der BAL während der Lagerung im Zweiphasensystem mit Toluol und 
2-Oktanon (● Messdaten;  exponentielle Anpassung). 
 
Während in Gegenwart von Toluol keine Inhibition zu beobachten ist (A0 = 0,99), ist die 
Ausgangsaktivität in Gegenwart von 2-Oktanon scheinbar erniedrigt (A0 = 0,85). Für die 
übrigen Lösungsmittel MTBE, Cyclohexan und n-Heptan ergaben sich für die 
Ausgangsaktivität der BAL bzw. CPCR jeweils Werte zwischen 0,96 und 1. Inwiefern die 
Lösungsmittel genau die enzymatische Aktivität der BAL und der CPCR beeinflussen 
(kompetitive, unkompetitive oder nicht-kompetitive Inhibierung) wurde weder für 2-Oktanon 
noch für die übrigen Lösungsmittel näher untersucht, da dies nicht Gegenstand der Arbeit 
war. 
 
In den Lagerstabilitätsmessungen mit der BAL zeigte sich, dass allein die Gegenwart der in 
der wässrigen Phase gelösten Lösungsmittel zu einem deutlichen Aktivitätsverlust führte 
(Tabelle 3.2), wobei sich für das Maß des Aktivitätsverlusts klare Unterschiede für die drei 
Lösungsmittel ergaben. So war die Stabilität in Gegenwart von MTBE etwa 3- bzw. 5-mal 
höher als in Gegenwart von 2-Oktanon bzw. Toluol, obwohl MTBE bei Sättigung in weitaus 
höheren Konzentrationen (0,7 mol/L) in der wässrigen Phase vorliegt als die beiden anderen 
Lösungsmittel (2-Oktanon 6 mmol/L bzw. Toluol 3 mmol/L). Dies deutet darauf hin, dass die 
Inaktivierung durch gelöste 2-Oktanon- und Toluol-Moleküle stärker ist, sodass auch schon 
geringe Konzentrationen eine signifikante Inaktivierung verursachen. Dieser Zusammenhang 
kann durch die unterschiedlichen Auswirkungen erklärt werden, die verschiedene Lösungs-
mittel durch Bindung an der Proteinoberfläche haben. Die zunehmende Dehydratisierung der 
Proteinoberfläche kann zur Veränderung nicht-kovalenter Interaktionen führen, die für die 
Aufrechterhaltung der dreidimensionelen Proteinstruktur essentiell sind (Khmelnitsky et al., 
1991b). Den geringsten Einfluss auf die Stabilität haben Lösungsmittel, welche ähnliche 
Wechselwirkungen mit den Aminosäureresten ermöglichen wie Wasser. Daher verursachen 
diese Lösungsmittel meist erst in sehr hohen Konzentrationen eine signifikante Inaktivierung 
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(Khmelnitsky et al., 1991b). MTBE kann zwar keine Wasserstoffbrücken ausbilden wie 
Wasser, stellt jedoch aufgrund der polaren C-O Bindung einen Dipol dar und kann daher 
polare Wechselwirkungen eingehen. Auch die Carbonylgruppe des 2-Oktanons ist 
polarisierbar, jedoch schwächt der lange Alkylrest die Polarität ab. Apolare Lösungsmittel 
ermöglichen dagegen keine polaren Wechselwirkungen, sodass schon bei niedrigen Lösungs-
mittelkonzentrationen eine kritische Dehydratisierung auftreten kann, die zu einer 
inaktivierenden Veränderung der Sekundär- und Tertiärstruktur führt (Khmelnitsky et al., 
1991b). Zudem können sich durch Interaktion zwischen den Lösungsmittelmolekülen und 
unpolaren Aminosäureresten an der Proteinoberfläche hydrophobe Wechselwirkungen 
ergeben, welche strukturelle Veränderung hervorrufen (Mozhaev et al., 1989). An dieser 
Stelle sei jedoch nochmals angemerkt, dass entsprechende Korrelationen mit Polaritäts-
parametern wie z. B. dem log P nur für Lösungsmittel derselben Substanzklasse zulässig sind 
und der Einfluss eines gegebenen Lösungsmittels auch für jedes Protein unterschiedlich stark 
ausfallen kann (Mozhaev et al., 1989, Khmelnitsky et al., 1991b, Villela Filho et al., 2003). 
Eine generelle Bewertung der hier untersuchten Lösungsmittel bzw. deren Effekt auf die BAL 
ist daher nicht möglich.  
 
Tabelle 3.2 Lagerstabilität der BAL im Ein- und Zweiphasensystem mit MTBE, 2-Oktanon und 
Toluol als organischem Lösungsmittel (25°C; pH 8,0; Proteinkonzentration 50 µg/mL). 
Lösungsmittel System Halbwertszeit [h] 
ohne Lösungsmittel - 82,1 ± 6,8 
einphasig 17,3 ± 6,3 
MTBE 
zweiphasig 14,9 ± 2,9 
einphasig 5,6 ± 2,5 
2-Oktanon 
zweiphasig 0,6 ± 0,5 
einphasig 3,2 ± 0,8 
Toluol 
zweiphasig 0,2 ± 0,1 
 
Auch die Stabilitätsdaten aus den entsprechenden Zweiphasensystemen zeigen, dass mit 
MTBE als organischer Phase eine längere Halbwertszeit erreicht werden konnte als mit 
2-Oktanon und Toluol. Zudem zeigt der Vergleich der Stabilitäten im Ein- und Zwei-
phasensystem, dass die zusätzliche Inaktivierung an der Phasengrenze zu MTBE geringer ist 
als an der Phasengrenze zu 2-Oktanon oder Toluol. Während im Fall von MTBE die 
Halbwertszeit durch die zweite Phase lediglich um etwa 14 % verringert wurde, ergab sich für 
2-Oktanon eine Verringerung der Halbwertszeit um etwa 89 % und für Toluol sogar um etwa 
93 %. Die Grenzfläche zu diesen beiden Lösungsmitteln hat offensichtlich einen sehr viel 
stärkeren Einfluss auf die Stabilität der BAL als die Grenzfläche zu MTBE. Die großen 
Standardabweichungen in diesen beiden Zweiphasensystemen sind auf die insgesamt kurzen 
Inkubationszeiten infolge der rapiden Inaktivierung zurückzuführen. Über eventuelle 
Korrelationen zwischen der Inaktivierung an der Grenzfläche und verschiedenen Lösungs-
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mitteleigenschaften können keine eindeutigen Aussagen getroffen werden, da insgesamt nur 
drei Lösungsmittel untersucht wurden. Allerdings scheinen die Ergebnisse zumindest 
teilweise im Einklang mit der Theorie zu stehen, dass Grenzflächen zu unpolaren Lösungs-
mitteln aufgrund einer höheren Grenzflächenspannung stärkere hydrophobe Interaktionen mit 
dem Proteinmolekül ermöglichen als die Grenzflächen zu polareren Lösungsmitteln, welche 
eine niedrigere Grenzflächenspannung aufweisen. Eine hohe Grenzflächenspannung 
begünstigt dabei sowohl die Adsorption der Proteinmoleküle an der Grenzfläche als auch eine 
verstärkte strukturelle Veränderung infolge der Adsorption. (Ghatorae et al., 1994, Ross et al., 
2000b). Im Zweiphasensystem mit der höchsten Grenzflächenspannung (Toluol; 36 mN/m) 
ergab sich die stärkste Inaktivierung, während die Grenzfläche zu MTBE, welche die 
niedrigste Spannung (10,5 mN/m) aufweist, auch den geringsten Grenzflächeneffekt zeigte. 
Dagegen kam es auch durch die Grenzfläche zu 2-Oktanon zu einer starken Inaktivierung, 
obwohl in diesem Zweiphasensystem die Grenzflächenspannung (14 mN/m) nicht sehr viel 
größer ist als im System mit MTBE. Dies zeigt, dass die Phänomene an der Grenzfläche wie 
auch die molekulare Toxizität, nicht durch einen Parameter allein erklärt werden können. 
Speziell für 2-Oktanon ist nicht auszuschließen, dass auch Interaktionen mit dem aktiven 
Zentrum zur Inaktivierung beitragen. Obwohl die BAL nur α-Hydroxy-substituierte Ketone 
umsetzt, reicht eventuell die strukturelle Ähnlichkeit für eine Interaktion zwischen 2-Oktanon 
und dem aktiven Zentrum aus. Auch die Tatsache, dass in den Messungen eine eindeutige 
Inhibierung durch 2-Oktanon zu beobachten war, deutet auf eine Interaktion im Bereich des 
aktiven Zentrums hin bzw. eine Interaktion, welche die Struktur des aktiven Zentrums 
beeinflusst. 
 
Tabelle 3.3 Lagerstabilität der CPCR im Ein- und Zweiphasensystem mit MTBE, Cyclohexan und 
n-Heptan als organischem Lösungsmittel (25°C, pH 8,0; Proteinkonzentration 50 µg/mL). 
Lösungsmittel System Halbwertszeit [h] 
ohne Lösungsmittel - 115,5 ± 13,4 
einphasig 76,3 ± 27,2 
MTBE 
zweiphasig 35,4 ± 6,5 
einphasig 110,4 ± 17,1 
Cyclohexan 
zweiphasig 3,5 ± 0,1 
einphasig 102,8 ± 22,0 
n-Heptan 
zweiphasig 3,1 ± 0,1 
 
Im Gegensatz zu den Ergebnissen der BAL-Stabilität zeigte sich für die CPCR, dass die 
verwendeten Lösungsmittel im lösungsmittel-gesättigten Einphasensystem kaum einen 
Einfluss auf die Enzymstabilität hatten. Cyclohexan und n-Heptan unterschieden sich in ihrem 
Effekt fast überhaupt nicht. In beiden Fällen entsprach die Stabilität in den jeweiligen 
Einphasensystemen in etwa der Stabilität ganz ohne Lösungsmittel. Lediglich für MTBE 
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ergab sich ein Aktivitätsverlust. Allerdings kann unter Berücksichtigung der hohen Standard-
abweichung in diesem Fall der Effekt durch gelöste Lösungsmittelmoleküle nicht eindeutig 
bewertet werden. Da MTBE in hohen Konzentrationen in der wässrigen Phase vorliegt 
(0,7 mol/L), sind jedoch starke Interaktionen mit dem Protein sehr wahrscheinlich, aufgrund 
derer die Oberfläche zunehmend dehydratisiert wird. Cyclohexan und n-Heptan sind viel 
unpolarer als MTBE und sollten daher eine stärkere Dehydratisierung und Inaktivierung der 
CPCR bewirken. Aufgrund ihrer unpolaren Struktur interagieren sie wahrscheinlich vor allem 
mit unpolaren Aminosäureresten an der Oberfläche. Die Verdrängung von Wassermolekülen 
in diesen Bereichen ist thermodynamisch günstig, sodass sich strukturelle Umlagerungen 
durch die neuen Interaktionsmöglichkeiten mit einer unpolaren Umgebung ergeben können 
(Dill, 1990). Allerdings liegen sie aufgrund ihrer geringeren Wasserlöslichkeit in sehr viel 
niedrigeren Konzentrationen in der wässrigen Phase vor als MTBE (Cyclohexan 4 mmol/L, 
n-Heptan 16 mmol/L). Die Ergebnisse scheinen daher im Einklang mit der Theorie zu stehen, 
dass sehr unpolare Lösungsmittel häufig aufgrund der niedrigen Wasserlöslichkeit in so 
niedrigen Konzentrationen vorliegen, dass sie nur eine geringe molekulare Toxizität ausüben, 
obwohl sie an sich meist stärker inaktivieren können als vergleichbare polarere Lösungsmittel 
(Mozhaev et al., 1989). Die kleine Auswahl der hier untersuchten Lösungsmittel lässt auch in 
diesem Fall keine generellen Aussagen zu möglichen Korrelationen mit verschiedenen 
Lösungsmitteleigenschaften zu. Wie im Fall der BAL, führte die Zugabe der organischen 
Phase zu einem starken Aktivitätsverlust und auch hier ergaben sich eindeutige Unterschiede 
für MTBE auf der einen Seite und Cyclohexan und n-Heptan auf der anderen Seite. An der 
Grenzfläche zu MTBE wurde die Halbwertszeit der CPCR etwa halbiert, während sich an den 
Grenzflächen zu Cyclohexan und n-Heptan ein Aktivitätsverlust von etwa 97 % ergab. In 
diesen beiden Systemen ergibt sich die gleiche Grenzflächenspannung, sodass sich ein 
deutlicher Hinweis auf eine Korrelation zwischen der Grenzflächeninaktivierung und 
Grenzflächenspannung ergibt. Für eine Absicherung dieses Zusammenhangs sind allerdings 
Untersuchungen mit weiteren Lösungsmitteln nötig.  
 
3.1.3 Schlussfolgerungen aus den Lagerstabilitätsmessungen 
 
Letztendlich ist für beide Enzyme davon auszugehen, dass sich die molekulare Toxizität und 
die Phasentoxizität zum Teil überlagern und nicht getrennt voneinander bewertet werden 
können. Während die BAL in Gegenwart aller untersuchten Lösungsmittel sowohl auf 
molekularer Ebene durch gelöste Lösungsmittelmoleküle als auch an der Grenzfläche 
inaktiviert wurde, erfolgte die Inaktivierung der CPCR hauptsächlich an der Grenzfläche zu 
den Lösungsmitteln, aber auch eine Kombination beider Effekte ist insbesondere im Fall von 
MTBE nicht auszuschließen. Ein direkter Vergleich der Ergebnisse für die BAL und die 
CPCR ist aufgrund der geringen Anzahl an untersuchten Lösungsmittel und der Tatsache, 
dass für die beiden Enzyme größtenteils unterschiedliche Lösungsmittel ausgewählt wurden, 
nur bedingt möglich. Dennoch fällt auf, dass die CPCR offenbar eine höhere Grenzflächen-
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stabilität aufweist als die BAL. Ein direkter Vergleich ist nur für MTBE möglich, wobei die 
Halbwertszeit der CPCR mehr als doppelt so lang war wie die der BAL. Außerdem zeigte sie 
in den Zweiphasensystemen mit Cyclohexan und n-Heptan trotz der höheren Grenzflächen-
spannung, eine höhere Stabilität als BAL in den Zweiphasensystemen mit Toluol oder 
2-Oktanon. Die Unterschiede zwischen BAL und CPCR verdeutlichen den Einfluss der 
individuellen Enzymstruktur, wobei eventuell auch die unterschiedliche Größe der beiden 
Proteine eine Rolle spielt. Das BAL-Tetramer ist etwa dreimal so groß wie das CPCR-Dimer. 
Obwohl insgesamt weniger BAL-Moleküle als CPCR-Moleküle an eine gegebene Grenz-
fläche passen, bietet jedes BAL-Molekül insgesamt eine größere Oberfläche für Interaktionen 
mit der Grenzfläche. Ein solcher Zusammenhang zwischen Molekulargewicht und Stabilität 
bzw. Adsorption konnte bereits gezeigt werden (Ross et al., 2000b). Inwiefern es tatsächlich 
zur Adsorption von BAL und CPCR an den verschiedenen Grenzflächen kommt bzw. wie 
sich die verschiedenen Lösungsmittel auf die Adsorption auswirken, konnte nicht geklärt 
werden. Eine Abnahme der Konzentration gelösten Proteins in der wässrigen Phase infolge 
der Adsorption konnte nicht nachgewiesen werden. Rein rechnerisch sollte diese bei einer 
Grenzfläche von 3,14 cm2 jedoch auch nur maximal 0,3 bzw. 0,1 µg/mL für BAL bzw. CPCR 
betragen, ein Unterschied der durch den angewendeten Bradford-Test nicht aufgelöst werden 
konnte. Eine Aggregation und folgende Präzipitation von denaturiertem Protein konnte für 
keines der beiden Enzyme beobachtet werden. Eventuell ist wiederum die resultierende 
Abnahme der Proteinkonzentration zu gering als dass sie sicht- bzw. messbar gewesen wäre.  
 
Neben der Adsorption selbst ist vor allem der Grad der strukturellen Umlagerung infolge der 
Adsorption entscheidend für den Aktivitätsverlust. Da Proteine mit flexiblen drei-
dimensionalen Strukturen („weich“) bei der Adsorption stärkere strukturelle Veränderungen 
erfahren können, sind für einige Proteine Korrelationen zwischen der Grenzflächenstabilität 
und der adiabatische Kompressibilität des Proteins berichtet worden (Ghatorae et al., 1994, 
Ross et al., 2000b). Weder für die BAL noch für die CPCR stehen jedoch entsprechende 
Daten zur Verfügung. Experimentell werden strukturelle Veränderungen meist mittels 
Circulardichroismus gemessen, der den Nachweis von Sekundärstrukturelementen (α-Helix, 
β-Faltblatt) erlaubt. Auch in wässrig-organischen Zweiphasensystemen kann auf diese Weise 
die Entfaltung von Proteinen nachgewiesen (Baldascini und Janssen, 2005). Entsprechende 
Messungen konnten in der vorliegenden Arbeit nicht durchgeführt werden. Dennoch kann aus 
den Ergebnissen der Lagerstabilitätsmessungen in den Zweiphasensystemen für beide 
Enzyme auf einen Inaktivierungsmechanismus geschlossen werden, der eine Interaktion mit 
der Grenzfläche beinhaltet. Insbesondere im Fall der BAL ergeben sich jedoch auch deutliche 
Effekte gelöster Lösungsmittelmoleküle. Es wird davon ausgegangen, dass durch hydrophobe 
Wechselwirkungen, sowohl durch gelöste Lösungsmittelmoleküle als auch an einer 
hydrophoben Grenzfläche, vor allem die Integrität der dreidimensionalen Proteinstruktur 
beeinflusst wird (Ross et al., 2000b). Aus diesem Grund sollten die Oberflächeneigenschaften 
der BAL und der CPCR mit Hilfe unterschiedlicher Methoden so verändert werden, dass eine 
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Entfaltung infolge hydrophober Interaktionen unterdrückt und die Stabilität in den 
verschiedenen Zweiphasensystemen erhöht wird.  
 
3.2 Chemische Modifizierung zur Veränderung der Oberflächeneigenschaften 
 
Durch chemische Modifizierung mit verschiedenen Modifizierungsreagenzien sollten die 
Oberflächeneigenschaften der BAL und der CPCR so verändert werden, dass die Interaktion 
mit den organischen Lösungsmitteln möglichst unterdrückt wird. Die Auswahl an Methoden 
und Modifizierungsreagenzien ist sehr groß und prinzipiell nur durch die Anzahl reaktiver 
Gruppen im Protein und durch die Reaktivität des gewünschten modifizierenden Reagenzes 
begrenzt (Means und Feeney, 1990). Aus diesem Grund wurden zunächst beide 
Enzymstrukturen analysiert, um reaktive funktionelle Gruppen an der Oberfläche zu 
identifizieren, die sich für die chemische Modifizierung eignen, jedoch möglichst nicht für die 
katalytische Aktivität oder die Monomerinteraktionen essentiell sind.    
 
3.2.1 Oberflächenanalyse zur Auswahl geeigneter Aminosäurereste 
 
Reaktiv sind vor allem die geladenen Aminosäureseitenketten von Lysin, Arginin, Aspartat 
und Glutamat. Aber auch Histidin, Cystein und Tyrosin haben ionisierbare funktionelle 
Gruppen, welche unter geeigneten Bedingungen modifiziert werden können. Mit Hilfe der 
PISA-Software des European Bioinformatics Institute (EBI; http://www.ebi.ac.uk/msd-
srv/prot_int/pistart.html) und den entsprechenden Strukturmodellen wurde die Lage 
modifizierbarer Aminosäurereste innerhalb des Proteinmoleküls bestimmt und Positionen, an 
denen Interaktionen mit Substraten und Cofaktoren stattfinden, identifiziert. Abbildung 3.2 
und Abbildung 3.3 zeigen die Ergebnisse der Oberflächenanalysen für die zu modifizierenden 
Enzyme. 
 
Die Röntgenstruktur der BAL wurde bereits mehrfach gelöst (Mosbacher et al., 2005, Maraite 
et al., 2007) und als Grundlage für die Oberflächenanalyse genutzt. Die BAL ist ein 
Homotetramer, kann aber auch als Dimer aus zwei Homodimeren bezeichnet werden, da 
jeweils zwei Untereinheiten sehr stark assoziiert sind. An der Grenzfläche dieser beiden 
Untereinheiten binden die Cofaktoren, sodass erst durch diese Assoziation die katalytische 
Aktivität gewährleistet ist. Daher wurde neben der Lage der einzelnen Aminosäurereste 
innerhalb eines Monomers auch überprüft, inwiefern sie an Interaktionen mit den übrigen 
Monomeren beteiligt sind, insbesondere an Interaktionen die zur Dimerbildung führen. Für 
die Modifizierung der BAL scheinen sich vor allem die freien Aminogruppen der Lysine zu 
eignen, alle 11 Aminosäurereste liegen an der Oberfläche und sind – zumindest nicht direkt – 
in den Katalysezyklus eingebunden. Die Wahrscheinlichkeit, dass die Modifikation 
  Ergebnisse und Diskussion 
 
 
51 
erfolgreich ist und keinen nennenswerten Aktivitätsverlust mit sich bringt ist daher recht 
hoch. 
 
 
 Insgesamt Oberfläche 
Amino (Lys + α) 12 12 
Carboxyl (Glu, Asp) 57 34 
Guanidino (Arg) 26 15 
Imidazol (His) 20 11 
Thiol (Cys)   
Phenol (Tyr) 9 4 
 
 
Abbildung 3.2 Oberflächenanalyse der BAL zur Identifizierung einzelner funktioneller Gruppen. Aus 
Gründen der Übersichtlichkeit ist nur das Ergebnis für ein Monomer dargestellt, die drei übrigen 
Monomere sind in grau angedeutet (rot: Aminogruppen, gelb: Carboxylgruppen).  
 
Auch die anderen modifizierbaren Aminosäurereste liegen zum Teil in großer Zahl an der 
Oberfläche der BAL vor, z. B. die Carboxylgruppen der Aspartat- und Glutamatreste oder die 
Guanidinogruppe des Arginins. Allerdings sind sie zum Teil auch innerhalb des aktiven 
Zentrums vertreten, wo sie sowohl direkt in den katalytischen Mechanismus involviert 
(Histidin) als auch an der Positionierung der Cofaktoren oder Substrate (Glutamat, Aspartat 
und Tyrosin) beteiligt sind. Reagieren im Zuge der Modifizierungsreaktion auch diese Reste, 
ist von einem beträchtlichen Aktivitätsverlust auszugehen.  
 
Die Struktur der CPCR konnte nur anhand eines Homologie-Modells, welches von Dr. Paolo 
Braiuca an der Universität Trieste erstellt wurde, analysiert werden. Laut biochemischen 
Untersuchungen liegt die CPCR als Homodimer vor (Bhattacharjee, 2006). Obwohl es für die 
hier verwendete CPCR keinen entsprechenden Nachweis gibt, wurde angenommen, dass die 
Ausbildung der dimeren Form für die katalytische Aktivität wichtig ist, da sie ein 
charakteristisches strukturelles Merkmal von homologen medium-chain Alkohol-
dehydrogenasen ist (Bogin et al., 2002, Eklund und Ramaswamy, 2008). Da das 
Homologiemodell nur einen Monomer umfasste, wurden für die Oberflächenanalyse auch 
homologe Proteinstrukturen, für welche Daten zur Assoziation zum Dimer vorlagen, in die 
Analyse miteinbezogen (pdb: 1JVB, 2HCY, 1RJW, 1LLU, 2EER). Wie zu erwarten, sind vor 
allem die geladenen Amino- und Carboxylgruppen an der Oberfläche zu finden. Alle 
Aminosäurereste sind jedoch auch im Bereich des aktiven Zentrums vertreten, wo sie vor 
allem für die korrekte Orientierung des Cofaktors NADH und der essentiellen Zink-Ionen 
sorgen (Esposito et al., 2002).  
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 Insgesamt Oberfläche 
Amino (Lys + α) 24 19 
Carboxyl (Glu, Asp) 35 24 
Guanidino (Arg) 12 9 
Imidazol (His) 5 2 
Thiol (Cys)   
Phenol (Tyr) 13 9 
 
 
 
 
Abbildung 3.3 Oberflächenanalyse der CPCR zur Identifizierung einzelner funktioneller Gruppen. 
Dargestellt ist nur das Ergebnis für ein Monomer, der Bereich in dem die Interaktion zum zweiten 
Monomer stattfindet, ist in grau angedeutet (rot: Aminogruppen, gelb: Carboxylgruppen).  
 
Zusammenfassend ergibt sich aus den Oberflächenanalysen, dass in beiden Enzymen 
genügend reaktive Aminosäurereste an der Oberfläche zu finden sind, allerdings sind diese 
auch im aktiven Zentrum und an den Assoziationsflächen der einzelnen Monomere vertreten, 
einzige Ausnahme bilden die Lysinreste der BAL. Inwieweit die nicht oberflächenständigen 
Aminosäurereste modifiziert werden und damit wahrscheinlich zum Aktivitätsverlust führen, 
hängt zu einem großen Teil vom Modifizierungsreagenz und den Bedingungen ab. Da dies 
letztendlich nicht vorhergesagt werden kann, konnte nur die Evaluierung verschiedener 
Methoden Aufschluss geben. Die Auswahl der zu testenden Methoden erfolgte nach 2 
Kriterien: 
 
(1) Reaktionsbedingungen der Modifikation: 
Da viele der beschriebenen Methoden ursprünglich dazu entwickelt wurden Struktur-
merkmale von Proteinen aufzuklären und eine Erhaltung der enzymatischen Aktivität dabei 
nicht immer im Vordergrund stand, sind die Reaktionsbedingungen zum Teil sehr extrem. Die 
Reaktionsbedingungen der ausgewählten Modifizierungsmethode, sollten daher einen 
möglichst geringen Aktivitätsverlust erwarten lassen, d. h. extreme pH-Werte oder 
Temperaturen, sowie die Verwendung von möglicherweise denaturierenden Substanzen sollte 
vermieden werden. Dem pH-Wert kommt dabei eine besondere Bedeutung zu, da er maß-
geblich darüber entscheidet ob die zu modifizierende Gruppe protoniert oder unprotoniert, 
d. h. in ihrer reaktiven Form, vorliegt. Augrund der allgemeinen pH-Stabilität der BAL und 
der CPCR (Janzen et al., 2006, Bhattacharjee, 2006) sollten die Reaktionen optimalerweise 
im neutralen bis leicht alkalischen Bereich stattfinden, was die Modifikation der Carboxyl- 
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und Imidazolgruppen ausschloss welche meist bei pH-Werten zwischen 4 und 5 durchgeführt 
werden. 
 
(2) Eigenschaften des Modifizierungsreagenzes: 
Durch die Modifikation sollten sich die Oberflächeneigenschaften der beiden Enzyme so 
verändern, dass hydrophobe Interaktionen und daraus resultierende Konformations-
änderungen unterdrückt werden. Dies kann wahrscheinlich durch eine verminderte Hydropho-
bizität der Proteinoberfläche erreicht werden. Allerdings sind die hydrophoben Aminosäuren 
für die chemische Modifizierung kaum zugänglich, da sie aufgrund ihrer unpolaren Struktur 
nicht reaktiv genug sind, nur die bereits hydrophilen Aminosäurereste können leicht 
modifiziert werden. Eine Verringerung der hydrophoben Flächen direkt ist demnach nicht 
möglich, sodass die Unterdrückung der hydrophoben Interaktionen durch andere Effekte der 
Modifizierung erfolgen musste. Dies kann z. B. dadurch erreicht werden, dass größere 
hydrophile Gruppen benachbarte hydrophobe Bereiche abschirmen und so Interaktionen 
unterdrücken (Mozhaev und Martinek, 1990). Unter Berücksichtigung der vorgestellten 
Kriterien und Einbeziehung der Ergebnisse aus den Oberflächenanalysen, erschien es am 
sinnvollsten eine Modifikation an den freien Aminogruppen der Lysinreste vorzunehmen. Die 
Auswahl an Methoden zur Modifikation dieses Restes ist sehr umfassend, zudem waren 
besonders im Fall der BAL für dieses Modifizierungsziel die geringsten Aktivitätsverluste zu 
erwarten. Das Modifizierungsreagenz sollte entweder eine stärkere Polarität als die 
modifizierte Aminogruppe aufweisen oder hydrophobe Bereiche an der Oberfläche gegenüber 
Interaktionen abschirmen. 
 
3.2.2 Modifizierung freier Aminogruppen 
 
Aminogruppen gehören zu den am häufigsten modifizierten Aminosäureresten, da sie fast 
immer exponiert an der Proteinfläche liegen und in ihrer unprotonierten Form wirkungsvolle 
Nukleophile für verschiedene Additionsreaktionen sind. Meistens werden acylierende oder 
alkylierende Reagenzien zur Modifikation der Aminogruppe verwendet, was zur Bildung von 
Amidbindungen bzw. sekundären Aminen führt (Eyzaguirre, 1996). Viele der verwendeten 
Reagenzien können jedoch auch mit anderen Nukleophilen wie den Aminfunktionen von 
Arginin und Histidin oder auch den Sulfodryl- und Phenolatgruppen des Cysteines bzw. 
Tyrosins reagieren. Zum Teil sind diese Verbindungen nicht stabil, andere können durch die 
Wahl des pH-Wertes unterdrückt werden, da sich die pKs-Werte der einzelnen Gruppen 
unterscheiden. So liegt der durchschnittliche pKs-Wert der Guanidinfunktion (Arginin) meist 
über 12, während die ε-Aminogruppe des Lysins einen pKs-Wert von 9,0 – 9,5 und die 
α-Aminogruppe einen pKs-Wert von 7,5 – 8,0 hat (Hermanson, 1996). Die genauen pKs-
Werte für die einzelnen Reste einer Aminosäurespezies desselben Proteins variieren jedoch, 
da sie durch die individuelle Mikroumgebung beeinflusst werden. Nebenreaktionen können 
daher meist nicht vollkommen ausgeschlossen werden (Eyzaguirre, 1996).   
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Eine sehr gängige Reaktion die zur Modifizierung von Aminogruppen führt, ist die Reaktion 
mit 2,4,6-Trinitrobenzolsulfonsäure (TNBS). Sie wird häufig verwendet um die Anzahl freier 
Aminogruppen in einem Protein zu bestimmen (Snyder und Sobocinski, 1975). TNBS 
reagiert mit primären Aminen bei pH-Werten größer 8, wobei sich gelbe Derivate formen, die 
Absorptionsmaxima bei 340 und 420 nm besitzen und daher gut spektrometrisch 
nachgewiesen werden können (Abbildung 3.4). Auch in der vorliegenden Arbeit wurde dieser 
Nachweis genutzt um den Modifizierungsgrad der einzelnen Proteinvarianten zu bestimmen. 
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Abbildung 3.4 Reaktion von 2,4,6-Trinitrobenzolsulfonsäure (TNBS) mit freien Aminogruppen. 
 
Zunächst wurde für die beiden unmodifizierten Enzyme überprüft wie viele freie 
Aminogruppen sich mit Hilfe des TNBS-Tests nachweisen lassen. Die Messung wurde nach 
dem Protokoll von Snyder und Sobocinski (1975) durchgeführt. Der Verlauf der 
Absorptionszunahme wurde bis zum Abschluss der Reaktion (2-3 Stunden) bei 420 nm 
verfolgt. Abbildung 3.5 zeigt die gemessene Absorption bei 420 nm im Verlauf der Reaktion 
(A) und als Funktion der eingesetzten Proteinkonzentrationen der nativen BAL und CPCR 
nach Ablauf der Reaktion (B). Anhand der Steigungen der Geraden und unter Verwendung 
des Lambert-Beer’schen Gesetzes und dem Extinktionskoeffizienten von TNBS wurde für 
beide Enzyme der Anteil freier Aminogruppen berechnet. 
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Abbildung 3.5 A Verlauf der TNBS-Reaktion mit unterschiedlichen BAL-Konzentrationen. 
B Absorption (420 nm) nach Abschluss der Reaktion für unterschiedliche Proteinkonzentrationen von 
unmodifizierter BAL und CPCR. 
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Auf diese Weise ergaben sich für die BAL 9,4 ± 0,2 mol Aminogruppen pro mol Protein, für 
die CPCR 17,3 ± 0,4 mol/mol. Für die CPCR entspricht dieser Wert ziemlich genau der 
Anzahl an Aminogruppen an der Proteinoberfläche, die in der Oberflächenanalyse (Kapitel 
3.2.1) bestimmt wurde (etwa 19). Die übrigen fünf Aminogruppen liegen laut dieser Analyse 
nicht an der Oberfläche und sind daher unter Umständen nicht zugänglich für die 
Modifikation mit TNBS. Für die BAL sollten sich eigentlich 12 Aminogruppen ergeben. 
Wenn die Modifikation mit TNBS tatsächlich nur an der Proteinoberfläche stattfindet, könnte 
diese Diskrepanz von 1-2 Aminogruppen darauf zurückzuführen sein, dass doch nicht alle 11 
Aminogruppen so stark exponiert vorliegen und daher für die Modifizierung nicht zugänglich 
sind. Zudem wurde sowohl für die BAL als auch für die CPCR bei der Berechnung der 
Proteinkonzentrationen davon ausgegangen, dass nur reine BAL bzw. CPCR den Protein-
gehalt der Proben ausmacht, obwohl dies durch die IMAC-Aufreinigung allein nicht 
zwingend der Fall sein muss. Verunreinigungen durch andere Proteine könnten daher leicht 
zu einem verfälschten Ergebnis führen.  
 
3.2.2.1 Acetylierung mit cyclischen Anhydriden 
 
Für einige Enzyme wie zum Beispiel α-Chymotrypsin, Trypsin oder Chlorperoxidase konnte 
eine Stabilisierung durch die Acetylierung freier Aminogruppen mit cyclischen Anhydriden 
erreicht werden. Obwohl in diesen Arbeiten immer nur die Thermostabilität und die Stabilität 
gegenüber wassermischbaren Lösungsmitteln untersucht wurden, konnte in allen Fällen die 
Stabilisierung auf eine gesteigerte Hydrophilie der Proteinoberfläche zurückgeführt werden 
(Liu et al., 2006, Liu und Wang, 2007, Mozhaev et al., 1988, Vinogradov et al., 2001, He und 
Zhang, 1999). Aus diesem Grund erschien diese Methode auch geeignet, um die Stabilität der 
BAL und der CPCR gegenüber der Interaktion mit den organischen Lösungsmitteln zu 
erhöhen.  
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Abbildung 3.6 A Reaktionsschema der Acetylierung mit Anhydriden und B weitere verwendete 
Anhydride. 
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Durch die Acetylierung primärer Amine mit cyclischen Anhydriden erfolgt ein Austausch der 
Aminogruppe gegen eine oder mehrere Carboxylgruppen, und damit ein Ladungsaustausch 
(Abbildung 3.6). Nebenreaktionen können sich durch die Acetylierung von Sulfhydryl-, 
Phenolat- und Imidazolgruppen ergeben, allerdings sind die resultierenden Produkte sehr labil 
und die ursprünglichen Gruppen werden leicht wieder regeneriert. Nur mit der α- und den 
ε-Aminogruppen kommt es zur Ausbildung stabiler Amidbindungen. Wird Pyromellit-
säuredianhydrid (PMDA) verwendet, wird eine positiv geladene Gruppe gegen drei negativ 
geladene Gruppen ausgetauscht, da auch die zweite Anhydridbindung in wässriger Umgebung 
zu zwei Carboxylgruppen hydrolysiert wird. Durch die erhöhte Anzahl an geladenen 
Gruppen, wird die Oberfläche des Proteins hydrophiler. Prinzipiell können bei Verwendung 
von PMDA und anderen bi- oder multifunktionalen Anhydriden auch Quervernetzungs-
reaktionen einzelner Aminogruppen (inter- oder intramolekular) stattfinden. Allerdings sind 
solche Vernetzungen aufgrund der geringen Länge der Linker-Region relativ 
unwahrscheinlich und wurden bisher auch nicht beobachtet (Vinogradov et al., 2001, 
Kudryashova et al., 1997, Mozhaev et al., 1988).  
 
Sowohl die BAL als auch die CPCR wurden mit allen in Abbildung 3.6 aufgeführten 
Anhydriden modifiziert. Aufgrund der stetigen Hydrolyse der Anhydride in Gegenwart von 
Wasser ist es von Vorteil die Anhydride im Überschuss in Bezug auf das zu modifizierende 
Protein zuzugeben, aus diesem Grund wurden die Anhydride in einem molaren Überschuss 
von 500 in Bezug auf die freien Aminogruppen eingesetzt. 
 
Tabelle 3.4 Restaktivitäten und Anteil freier Aminogruppen der BAL und der CPCR nach 
Modifikation mit verschiedenen cyclischen Anhydriden (Reaktionsbedingungen: 1 h, 4°C, jeweils 
500-facher molarer Überschuss). 
BAL CPCR 
Anhydrid 
Restaktivität [%] Anteil freier NH2 [%] Restaktivität [%] Anteil freier NH2 [%] 
MA 1,1 23,7 0,4 39,9 
GA 18,9 72,5 3,6 55,2 
TMA 32,2 55,0 8,4 66,3 
PMDA 15,4 42,5 0,6 28,8 
 
Direkt im Anschluss an die Reaktion wurden sowohl die Restaktivität als auch die Zahl freier 
Aminogruppen mittels TNBS-Reaktion bestimmt, das Ergebnis zeigt Tabelle 3.4. Alle 
Ergebnisse beziehen sich auf Referenzwerte, die vor der Modifizierungsreaktion ermittelt 
wurden. Die Aktivitätsverluste sind zum Teil stark, besonders die CPCR wird durch die 
Modifizierung mit MA und PMDA praktisch komplett inaktiviert und auch nach Behandlung 
mit GA und TMA ist die Restaktivität äußerst gering. Hier scheint es eine Korrelation 
zwischen Modifizierungsgrad und Aktivitätsverlust zu geben: je mehr Aminogruppen 
modifiziert wurden desto niedriger ist die Restaktivität. Bei der BAL ergab sich diesbezüglich 
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keine eindeutige Korrelation, obwohl auch in diesem Fall bei Verwendung von MA die 
meisten Aminogruppen modifiziert wurden und der Aktivitätsverlust am höchsten war. 
Dagegen ergaben sich durch Modifikation mit GA und PMDA ähnliche Restaktivitäten 
jedoch wurden durch GA nur etwa zwei Aminogruppen, durch PMDA nur etwa 5 
Aminogruppen modifiziert. Dies zeigt, dass nicht die Anzahl der Modifikationen 
entscheidend ist, sondern vielmehr welche Aminosäurereste modifiziert werden und inwiefern 
die neu eingebrachte funktionelle Gruppe die Struktur des Enzyms beeinflusst. Da nur un-
protonierte Aminofunktionen modifiziert werden, hängt es zum einen von den individuellen 
pKs-Werten der Aminosäurereste ab, welche unter den gegebenen Bedingungen modifiziert 
werden und zum anderen von der jeweiligen Zugänglichkeit für das modifizierende Molekül. 
Die Zugänglichkeit einzelner Aminosäurereste für die hier verwendeten Anhydride scheint – 
zumindest nicht vornehmlich – von deren Molekülgröße abzuhängen, da sich in diesem Fall 
MA und GA bzw. TMA und PMDA ähnlich verhalten sollten, was nicht zu beobachten war. 
Eventuell sind alle verwendeten Anhydride so klein, dass sie auch tiefer liegende Amino-
säurereste erreichen können und so diesbezüglich keine Unterschiede zu beobachten sind. 
Neben der Molekülgröße könnte auch die Struktur bzw. Ladung dieser Substanz für die 
Modifikation schwer zugänglicher Aminogruppen eine Rolle spielen. TMA besitzt bereits 
eine negativ geladene Carboxylgruppe und verhält sich daher wahrscheinlich anders als die 
Anhydride, die vor der Reaktion keine Ladung tragen. Letztendlich kann aber auch nicht 
ausgeschlossen werden, dass die unterschiedlichen Modifizierungsgrade darauf zurück-
zuführen sind, dass die Anhydride unterschiedlich schnell hydrolysiert werden und dann nicht 
mehr für die Reaktion mit der Aminogruppe zur Verfügung stehen.  
 
Inaktivierende Effekte, die sich durch die beschriebene Modifikation einer Aminogruppe 
ergeben können, sind wohl hauptsächlich auf den Ladungsaustausch zurückzuführen. Es kann 
dadurch zu gravierenden strukturellen Veränderungen kommen, da besonders die geladenen 
Aminosäurereste durch die Ausbildung von Salzbrücken untereinander, maßgeblich die 
dreidimensionale Struktur eines Proteins beeinflussen und stabilisieren können (Kumar et al., 
2000). Durch den Ladungsaustausch infolge der Acetylierung kann es wie von Liu und Wang 
(2007) beschrieben zur Ausbildung neuer Salzbrücken kommen, die einen stabilisierenden 
Effekt haben. Umgekehrt kann es jedoch auch zur Eliminierung ionischen Wechsel-
wirkungen kommen und im ungünstigsten Fall resultieren aus dem Ladungsaustausch 
Abstoßungsreaktionen, die dazu führen dass sich die Struktur in diesem Bereich erheblich 
verändert. Wie sich die Modifikation einer Aminogruppe auswirkt hängt daher auch sehr stark 
von der näheren Umgebung ab und ist deshalb für jeden einzelnen Rest sehr unterschiedlich. 
Die Auswirkungen der Anhydride auf die beiden Enzyme im Einzelnen zu erklären wäre rein 
spekulativ, da es weder möglich ist, den Aktivitätsverlust an einzelnen Resten festzumachen 
noch auszuschließen ist, dass sich verschiedene Effekte auch gegenseitig beeinflussen. So 
könnten beispielsweise durch strukturelle Änderungen in der Umgebung einer Aminogruppe 
weitere Aminogruppen exponiert werden, die dadurch für die Modifizierung zugänglich 
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werden. Ein weiterer Effekt könnte sich durch eventuelle Nebenreaktionen der Anhydride mit 
anderen Aminosäureresten als Lysin ergeben. Selbst wenn die so gebildeten Reaktions-
produkte nicht stabil sind und schnell wieder hydrolysiert werden, ist nicht auszuschließen, 
dass es zu strukturellen Umlagerungen kommt, die eine Inaktivierung nach sich ziehen. In 
jedem Fall ist zu vermuten, dass vor allem die Modifizierung von Aminosäureresten im 
Inneren der Proteinmoleküle zu einem gravierenden Aktivitätsverlust führt. Für die ver-
wendeten Anhydride sind aufgrund ihres geringen Molekulargewichts auch Aminosäurereste 
zugänglich, die nicht direkt an der Oberfläche exponiert vorliegen. Wenn es auch zur 
Modifikation von tiefer liegenden Aminosäureresten kommt, ist die Wahrscheinlichkeit sehr 
hoch, dass diese essentiell für die Aufrechterhaltung der korrekten dreidimensionalen Struktur 
sind. Wie insbesondere die Ergebnisse der BAL-Modifikation mit GA zeigen, muss dies nicht 
zwangsläufig mit dem Modifizierungsgrad korrelieren, der durch Variation des Anhydrid-
überschusses optimiert werden könnte. Obwohl nur durchschnittlich zwei Aminogruppen pro 
BAL-Monomer modifiziert wurden, ergab sich eine Restaktivität von nur 18 %. Daraus lässt 
sich schließen, dass hier wahrscheinlich auch eine Verringerung der eingesetzten 
Anhydridkonzentration keine besseren Resultate liefern würde. Aus diesem Grund erschien es 
sinnvoller, höhermolekulare Modifizierungsreagenzien einzusetzen, die nicht in der Lage 
sind, auch Aminosäurereste im Inneren der Proteinstruktur zu modifizieren.      
  
3.2.2.2 Modifizierung mit Methoxypolyethylenglycol (mPEG) 
 
Polyethylenglycol (PEG) und Derivate wie Methoxypolyethylenglycol (mPEG) gehören zu 
den am häufigsten verwendeten Polymeren, die für die chemische Modifizierung von 
Proteinen eingesetzt werden. Aufgrund ihres amphiphilen Charakters erhöhen sie die Löslich-
keit und Stabilität von Proteinen sowohl in wässrigen Lösungen als auch in organischen 
Lösungsmitteln (Ogino und Ishikawa, 2001, DeSantis und Jones, 1999, Inada et al., 1986, 
Jene et al., 1997). Häufig werden sie verwendet um die Biokompatibilität von Proteinen, die 
in Form von Medikamenten oder als Transplantate eingesetzt werden, zu erhöhen. PEG ist 
nicht biologischen Ursprungs und wird daher kaum vom Immunsystem erkannt. Daher kann 
es als eine Art Schutzhülle gegen den proteolytischen Abbau des verabreichten Proteins 
fungieren (Roberts et al., 2002, Soares et al., 2002). Obwohl davon auszugehen war, dass es 
in gewissem Maße auch zu einer Interaktion zwischen dem amphiphilen PEG und der Grenz-
fläche kommt, sollte die PEG-Modifikation dazu dienen, eine direkte Interaktion zwischen 
den Enzymen und der Grenzfläche und eine Adsorption und Entfaltung zu verhindern. Zudem 
wurde beschrieben, dass die PEG-Ketten auch mit anderen Aminosäureresten an der Ober-
fläche interagieren und so insgesamt die Flexibilität der Proteinstruktur verringern und 
dadurch die Stabilität der dreidimensionalen Struktur erhöhen (Rodriguez-Martinez et al., 
2008). Quervernetzungsreaktionen zwischen den Enzymmolekülen sollten vermieden werden, 
da sich auf diese Weise schnell größere Aggregate bilden können, die eventuell nicht in 
Lösung blieben oder einen deutlichen Einfluss auf die Kinetik des Enzyms hätten 
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(Govardhan, 1999). Aus diesem Grund wurde monofunktionales mPEG verwendet, bei dem 
eine der terminalen Hydroxygruppe des unmodifizierten PEGs durch eine Methylethergruppe 
blockiert ist.   
 
Das Polymer muss zunächst aktiviert werden, um mit den Aminogruppen im Protein 
reagieren zu können. Die Aktivierung beruht auf der Bildung reaktiver Ether- oder Carbonat-
bindungen durch Reaktion verschiedener Reagenzien mit der Hydroxygruppe des Polymers, 
z. B. des Methoxypolyethylenglycols (mPEG). Je nach verwendetem Aktivierungsreagenz, 
entsteht bei der Modifizierungsreaktion entweder eine sekundäre Amin-, Amid- oder 
Carbamatbindung zwischen der modifizierten Aminogruppe im Protein und dem PEG 
(Roberts et al., 2002). In der vorliegenden Arbeit wurde die Hydroxygruppe des mPEG mit 
dem Carbonsäureester p-Nitrophenylchloroformat zu einem Carbonat umgesetzt (Abbildung 
3.7 A). Das entstandene Carbonat bildet mit Nukleophilen wie den unprotonierten primären 
Aminofunktionen des Lysins sehr stabile Carbamatbindungen, dabei wird p-Nitrophenol frei-
gesetzt (Abbildung 3.7 B). Als Nebenreaktion findet auch die Hydrolyse der Carbonatbindung 
statt, in diesem Fall wird neben dem p-Nitrophenol das eingesetzte Polymer frei. Die 
Freisetzung des p-Nitrophenols kann spektrometrisch bei 400 nm verfolgt werden. Die 
Aktivierung von mPEG750 und mPEG2000 erfolgte in Anlehnung an Hernaiz et al. (1997) und 
ergab Aktivierungsgrade > 99% für beide mPEG-Typen. 
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Abbildung 3.7 A Aktivierung von Methoxypolyethylenglycol mit p-Nitrophenylchloroformat. B 
Modifizierung primärer Aminogruppen mit aktiviertem mPEG. 
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Der Erfolg der chemischen Modifikation am Enzym hängt von verschiedenen Parametern ab. 
Zum einen ist die Reaktivität der zu modifizierenden Aminogruppen von Bedeutung, sodass 
die Modifizierung meist bei pH-Werten von 7,5-9,5 durchgeführt wird. Eine weitere 
Erhöhung des pH-Wertes führt zwar zu einer schnelleren Modifizierung, jedoch sind viele 
Proteine bei stark alkalischen pH-Werten nicht mehr stabil. Zum anderen kann der Verlauf 
bzw. der Erfolg der Reaktion auch durch die Temperatur und die Reaktionsdauer beeinflusst 
werden (Means und Feeney, 1990). Häufig werden die Reaktionen für 1-2 Tage bei 4°C 
durchgeführt. Wenn das zu modifizierende Enzym aber auch bei Raumtemperatur stabil ist, 
kann die Reaktion durch Erhöhung der Temperatur beschleunigt werden. Doch der 
Modifizierungsgrad wird vor allem durch das Verhältnis von aktivierten mPEG zu 
modifizierendem Protein beeinflusst. Auch weil es stetig durch Hydrolyse der Carbonat-
bindung der aktivierten mPEG kommt, sollten diese immer in einem Überschuss im 
Verhältnis zum Protein eingesetzt werden (Means und Feeney, 1990). Letztendlich können 
geeignete Reaktionsbedingungen nur durch Austesten identifiziert werden. 
 
Die Modifikation der BAL sollten in Kaliumphosphatpuffer im pH-Bereich von 8-9,5 
durchgeführt werden. Für die CPCR sollte der Standardpuffer TEA/HCl verwendet werden, 
wobei aufgrund der Pufferkapazität (bis pH 8,3) hier ein pH-Wert von 8 eingestellt wurde. 
Um abschätzen zu können wie stark die konkurrierende Hydrolyse der aktivierten mPEG ist, 
wurde ihre Halbwertszeit in den unterschiedlichen Puffern bestimmt. Dazu wurde die 
Freisetzung von p-Nitrophenol bei 400 nm verfolgt. Die Halbwertszeiten betrugen in allen 
Fällen auch bei einer Temperatur von 25°C mehrere Stunden. Die Modifizierungsreaktionen 
wurden daher bei 25°C und pH 9 (BAL) bzw. pH 8 (CPCR) durchgeführt. Zunächst wurden 
die aktivierten mPEG in einem Überschuss von 10 bzw. 20 in Bezug auf die gelöste Protein-
menge eingesetzt. Nach der Reaktion und der Aufreinigung der modifizierten Enzyme wurde 
mittels der Reaktion mit TNBS der Anteil der verbliebenen freien Aminogruppen ermittelt 
und die Restaktivität bestimmt (Tabelle 3.5). Die jeweilige Restaktivität bezieht sich auf die 
Ausgangsaktivität vor Beginn der Reaktion. Als Referenzwerte wurden Proben untersucht, die 
ohne Addition von aktivierten mPEG unter den gleichen Bedingungen (Puffer, Temperatur) 
gelagert wurden.  
 
Tabelle 3.5 Restaktivitäten und Anteil freier Aminogruppen der BAL und der CPCR nach der 
Modifizierung mit einem 10- und 20-fachem molaren mPEG-Überschuss. 
 BAL CPCR 
Ansatz Restaktivität [%] Freie NH2 [%] Restaktivität [%] Freie NH2  [%] 
mPEG750 1:10 93,4 77,0 37,3 62,5 
mPEG750 1:20 83,6 78,5 27,0 64,8 
mPEG2000 1:10 89,4 84,6 47,0 60,3 
mPEG2000 1:20 85,4 95,3 38,3 61,1 
Referenz 88,7 100 63,6 100 
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Für die BAL ergab sich durch die Modifikation offensichtlich kein Aktivitätsverlust, die 
CPCR verlor im Vergleich zur Referenzprobe etwa 25-60 % Aktivität durch die Modifikation. 
Die Reaktion der BAL mit mPEG750 führte zur Modifizierung von etwa 20 % der freien 
Aminogruppen, bei der Reaktion mit mPEG2000 dagegen wurden nur etwa 10 % modifiziert. 
Bei der Modifizierung der CPCR wurden dagegen sehr viel höhere Modifizierungsgrade von 
bis zu 40 % erreicht, wobei sich für die Modifikationen mit mPEG750 und mPEG2000 
offensichtlich kaum Unterschiede ergaben. Insgesamt ist zu vermuten, dass der höhere 
Modifizierungsgrad der CPCR auch den höheren Aktivitätsverlust bedingt. Da an der CPCR-
Oberfläche im Vergleich zur BAL ungefähr doppelt so viele freie Aminogruppen zur 
Verfügung stehen, ist die Gesamtzahl an gebundenen mPEG-Molekülen für die CPCR sehr 
viel höher. Bezieht man den Grad der Modifizierung auf die zur Verfügung stehenden 
Aminogruppen ergibt sich, dass die BAL mit nur einem mPEG2000 bzw. zwei mPEG750-
Molekülen pro Monomer modifiziert wurde und die CPCR von beiden mPEG-Spezies jeweils 
7 Moleküle gebunden hat. Allerdings kann anhand der TNBS Reaktion nicht ermittelt werden 
wie homogen die Modifizierung ist, d. h. es kann nicht unterschieden werden, ob alle 
Enzymmoleküle jeweils ein mPEG-Molekül gebunden haben, oder einige Enzymmoleküle 
mehr als ein mPEG und dafür andere gar keins.  
 
Aus diesem Grund wurden im Verlauf der Reaktion Proben genommen und mittels SDS-
PAGE analysiert. Die Bindung der mPEG-Moleküle sollte sich prinzipiell durch eine 
Erhöhung des Molekulargewichts der Proteinmonomere nachweisen lassen, auch wenn eine 
genaue Größenabschätzung der entstandenen Proteinvarianten nicht möglich ist. Auch eine 
Veränderung des Laufverhaltens infolge der mPEG-Modifizierung z. B. durch Interaktionen 
zwischen dem PEG und dem Gelpolymer wurde bereits beschrieben (Beecher et al., 1990, 
Matsushima et al., 1986, Manjula et al., 2003) und kann nicht ausgeschlossen werden. 
Abbildung 3.8 zeigt das Ergebnis der SDS-PAGE der Modifikationen mit mPEG2000. Für 
mPEG750 ergab sich ein ähnliches Bild, allerdings waren aufgrund des geringeren Molekular-
gewichts die Größenunterschiede geringer und damit die Auftrennung etwas schlechter. Für 
beide Enzyme konnte nur ein gewisser Proteinanteil modifiziert werden, wie an den 
verhältnismäßig großen Banden der nativen Enzyme zu erkennen ist. Nach etwa einer Stunde 
ist in beiden Fällen eine zweite Bande zu erkennen, die im Verlauf der Reaktion stärker wird, 
die Bande der unmodifizierten Enzyme wird entsprechend schwächer. Besonders für die BAL 
ergibt sich jeweils eine klare Bande. Bei einem mPEG-Überschuss von 20 lässt sich in der 
letzten Probe noch eine weitere Bande erahnen. Dies deutet daraufhin, dass die Modifikation 
vergleichsweise homogen ausfällt da sich andernfalls keine eindeutigen Banden ergeben 
würden. Dagegen sind die Banden die im Verlauf der CPCR-Modifizierung entstehen diffuser 
und deuten auf eine inhomogenere Mischung an mPEG-CPCR-Varianten hin. Besonders die 
Proben der Modifizierung mit einem 10-fachen mPEG-Überschuss zeigen sehr deutlich, wie 
das Molekulargewicht der CPCR-Varianten im Verlauf der Reaktion zunimmt, die diffuse 
Bande wandert immer weiter noch oben. 
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Abbildung 3.8 SDS-PAGE der Proben aus der BAL-und CPCR-Modifikation mit mPEG2000. 
 
Dass für beide Enzyme ein Teil des eingesetzten Proteins offensichtlich gar nicht modifiziert 
wurde zeigt, dass die SDS-PAGE insgesamt aufschlussreicher ist als die Ergebnisse des 
TNBS-Tests. In diesem Zusammenhang liegt die Vermutung nahe, dass insbesondere im Fall 
der CPCR die ermittelte Restaktivität vor allem auf den unmodifizierten Proteinanteil zurück-
zuführen ist. Eine genaue Aussage darüber wie viele mPEG-Moleküle pro Proteinmonomer 
gebunden haben, ist aufgrund der geringen Auflösung der Gele und einem wahrscheinlich 
veränderten Laufverhalten der modifizierten Proteine nicht möglich.  
 
Im Folgenden sollte der Modifizierungsgrad durch Optimierung der Reaktionsbedingungen 
erhöht werden, um das gesamte eingesetzte Protein zu modifizieren. So sollte sich auch 
zeigen, ob die Restaktivitäten der ersten Experimente nur auf unmodifizierte Proteine zurück-
zuführen sind, oder ob auch die modifizierten Enzyme noch Aktivität zeigen. Als Variablen 
wurden der Überschuss an aktivierten mPEG und der verwendete pH-Wert gewählt. Da sich 
für die CPCR auch bei pH 8 schon eine starke Modifizierung ergab und höhere pH-Werte 
einen Pufferwechsel bedingt hätten, sollte in diesem Fall allein durch eine Erhöhung des 
mPEG-Überschusses auf 500 eine vollständige Modifikation erreicht werden. Auch für die 
BAL wurde das Verhältnis von Protein zu mPEG auf 1:500 erhöht, zudem wurde neben der 
Reaktion bei pH 9 auch eine Modifizierungsreaktion bei pH 9,5 durchgeführt, das Ergebnis 
zeigt Abbildung 3.9. 
 
  Ergebnisse und Diskussion 
 
 
63 
1       2       3       4       5     M     B
70
55
100
40
130
kDa1       2       3       4      B       5      M
pH 9,0 pH 9,5
1  – 40 min
2  – 115 min
3  – 210 min
4  – 300 min
5  – 440 min
 
Abbildung 3.9 SDS-PAGE der mPEG-Modifikation (mPEG2000) der BAL bei pH 9 bzw. pH 9,5 und 
einem mPEG2000-Überschuss von 500. 
 
Bei beiden pH-Werten wurde das gesamte eingesetzte Protein modifiziert. Auffällig ist, dass 
die Modifizierung offensichtlich in Stufen verläuft. Zunächst bildet sich eine zusätzliche 
Bande und erst im weiteren Verlauf der Reaktion treten langsam weitere Banden auf. 
Anscheinend reagieren zuerst die Aminosäurereste, die aufgrund ihres pKs-Werts und ihrer 
Zugänglichkeit die höchste Reaktivität besitzen. Erst wenn diese zunehmend abgesättigt sind, 
werden auch unreaktivere Reste modifiziert. Auch die Modifikation der CPCR führte mit 
einem Überschuss von 500 in Bezug auf die Proteinkonzentration zu einer Modifikation des 
gesamten Proteins, wobei überhaupt keine Banden mehr sichtbar waren sondern vielmehr ein 
„Schmier“ im Bereich zwischen 55 und 70 kDa (Daten nicht gezeigt). Die ermittelten 
Restaktivitäten zeigen, dass die CPCR durch die Modifikation nahezu vollständig inaktiviert 
wurde (Tabelle 3.6). Die Vermutung dass im ersten Experiment die verbliebene Aktivität 
hauptsächlich auf die unmodifizierten Proteinmoleküle zurückzuführen war, scheint sich 
damit zu bestätigen.  
 
Tabelle 3.6 Restaktivitäten der modifizierten BAL (bei pH 9) und CPCR (bei pH 8) nach der 
Modifikation mit einem 500-fachen Überschuss an aktivierten mPEG750 bzw. mPEG2000. 
 Restaktivität der BAL [%] Restaktivität der CPCR [%] 
mPEG750 1:500 56,3 1,9 
mPEG2000 1:500 70,8 9,9 
Referenz 109,6 86,2 
 
Für die BAL ergaben sich dagegen Restaktivitäten von 56 bzw. 71 %, obwohl auch hier das 
gesamte eingesetzte Protein modifiziert wurde, wenn auch zu einem unterschiedlichen Grad. 
Die höheren Restaktivitäten der Referenzproben im Vergleich zum ersten Experiment sind 
durch die sehr viel kürzere Reaktionsdauer der Modifizierung zu erklären und zeigen, dass 
auch die Stabilität der BAL unter den angewendeten Reaktionsbedingungen entscheidend für 
die Erhaltung der Aktivität im Verlauf der Modifizierungsreaktion ist. Die Verwendung einer 
höheren mPEG-Konzentration ist daher auf jeden Fall von Vorteil, da sie eine Modifizierung 
bei sehr viel kürzeren Reaktionszeiten ermöglicht.  
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Obwohl mittels SDS-PAGE gezeigt werden konnte, dass beide Enzyme komplett, wenn auch 
inhomogen modifiziert wurden, konnte keine Aussage darüber getroffen werden, ob die 
tetramere bzw. dimere Form nach der Modifikation erhalten blieb. Dies sollte mittels einer 
Größenausschlusschromatographie geklärt werden, zum Vergleich wurden neben den 
mPEG750- und mPEG2000-Protein-Varianten auch Proben der unmodifizierten Enzyme 
analysiert. Wie sich herausstellte, war die zur Verfügung stehende Chromatographiematrix 
bzw. die Länge der verwendeten Säule nicht geeignet, kleinere Größenunterschiede 
aufzulösen, sodass auch hier die genaue Anzahl der gebundenen mPEG-Moleküle nicht 
determiniert werden konnte. Zudem wurde beschrieben, dass die Größenbestimmung von 
PEG-modifizierten Proteinen mittels Größenausschlusschromatographie meist nicht möglich 
ist, weil die PEG-Ketten aufgrund ihrer Ausdehnung zu einer deutlichen Erhöhung des 
molekularen Radius führen und sie daher schneller eluieren als für das tatsächliche 
Molekulargewicht zu erwarten wäre (Manjula et al., 2003). Im Extremfall kann es auch zum 
Ausschluss der modifizierten Proteine kommen, wobei dies eher für höhermolekulare PEG 
(> 5 kDa) beschrieben wurde (Gaertner und Puigserver, 1992) und für die hier untersuchten 
Proben auch nicht beobachtet werden konnte. Letztendlich konnte durch die Untersuchung 
jedoch gezeigt werden, dass für beide Enzyme keine unmodifizierte Proteinspezies mehr 
vorlag. Sowohl bei der BAL als auch bei der CPCR eluierten die mPEG-Varianten früher als 
die unmodifizierten Proteine. Zudem ergaben sich unterschiedliche Elutionsvolumina für die 
mPEG2000 - im Vergleich zu den mPEG750-Proteinvarianten. Die wichtigste Erkenntnis, die 
aus den Gelfiltrationsversuchen gewonnen werden konnte, war jedoch, dass sowohl die BAL 
als auch die CPCR nach der Modifikation offensichtlich in ihrer tetrameren bzw. dimeren 
Form vorlagen und ein Aktivitätsverlust nicht darauf zurückzuführen ist, dass die Interaktion 
zwischen den Monomeren durch die mPEG-Moleküle gestört wird. 
 
Zusammenfassend ergibt sich, dass für beide Enzyme eine Modifizierung mit den beiden 
mPEG-Spezies erzielt werden konnte. Diese resultierte im Fall der CPCR jedoch in einem 
kompletten Aktivitätsverlust, für die BAL ergaben sich ausreichende Restaktivitäten von bis 
zu 70 %. Dabei ist nicht auszuschließen, dass auch die Inaktivierung der BAL durch die ange-
wendeten Reaktionsbedingungen für einen Teil des Aktivitätsverlusts verantwortlich ist. 
Selektivitätsuntersuchungen mit den mPEG-BAL-Varianten zeigten, dass in beiden Fällen ein 
e.e.P > 99,6% erzielt wurde (Kondensation von 2 Molekülen DMBA zu TMB). Die Modifi-
zierung hatte damit keinen Einfluss auf die Enantioselektiviät des Enzyms. Die erhaltenen 
mPEG-BAL Varianten wurden im Folgenden in Lagerstabilitätsmessungen in den zuvor 
beschriebenen Zweiphasensystemen (Kapitel 3.1) untersucht. Aufgrund des hohen Aktivitäts-
verlusts der CPCR durch die Modifizierung, erfolgte in diesem Fall keine nähere 
Untersuchung der Enantioselektivität oder der Stabilität in Gegenwart organischer 
Lösungsmittel.  
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3.2.3 Lagerstabilität der mPEG-BAL in Gegenwart organischer Lösungsmittel 
 
Die Modifikation von Enzymen mit PEG und mPEG wurde schon häufig erfolgreich dazu 
verwendet die Löslichkeit und Aktivität von Enzymen in rein-organischen Lösungsmitteln zu 
erhöhen. Ihr amphiphiler Charakter resultiert zum einen in einer hydrophoberen Oberfläche 
der PEG-modifizierten Moleküle, was die Löslichkeit in hydrophoben Lösungsmitteln erhöht 
(Inada et al., 1994, DeSantis und Jones, 1999, Jene et al., 1997). Zum anderen bildet sich 
durch eine starke Hydratisierung im hydrophilen Bereich der PEG-Ketten eine stabile 
Hydrathülle aus, was dazu führt, dass die Enzyme auch in unpolaren organischen Lösungs-
mitteln ihre Mobilität behalten und aktiv sind (Ogino und Ishikawa, 2001, Castillo et al., 
2008, Castillo et al., 2006, Vazquez-Duhalt et al., 1992). Des Weiteren konnten einige 
Studien zeigen, dass PEG-modifizierte Proteine eine höhere Temperaturstabilität aufwiesen 
als die unmodifizierten Spezies. Auch dieser Effekt wurde auf die amphiphilen Eigenschaften 
der PEG-Ketten zurückgeführt: während hydrophile Bereiche des PEG wie beschrieben 
Wassermoleküle binden, interagieren hydrophobe PEG-Bereiche mit hydrophoben Bereichen 
an der Proteinoberfläche und verdrängen dort die umgebenden Wassermoleküle. Durch die 
hydrophoben Wechselwirkungen und eine partielle Dehydratisierung in diesen Bereichen, 
erhält das Molekül eine starrere Struktur und die verringerte Flexibilität resultiert in einer 
erhöhten Stabilität der Proteine (Rodriguez-Martinez et al., 2008, Garcia-Arellano et al., 
2002, Soares et al., 2002, Lopez-Cruz et al., 2006). In diesem Zusammenhang konnte auch 
gezeigt werden, dass die Polymerketten zum Teil eine gefaltete Domänenstruktur an der 
Oberfläche der Proteine ausbilden (Manjula et al., 2003, Svergun et al., 2008).  
 
Speziell zur Stabilität von (m)PEG-modifizierten Enzymen in wässrig-organischen Zwei-
phasensystemen konnten keine Veröffentlichungen gefunden werden. Es wurde jedoch davon 
ausgegangen, dass auch in diesem Fall die Auswirkungen der (m)PEG-Modifizierung 
grundsätzlich auf den gleichen Zusammenhängen basieren wie in rein-organischen Lösungs-
mitteln oder in rein-wässrigen Systemen. Vor allem durch eine insgesamt unflexiblere 
Struktur durch die Bindung der mPEG-Moleküle, können strukturelle Umlagerungen 
unterbunden und daher eine Stabilisierung gegenüber vielen Einflüssen herbeigeführt werden, 
die normalerweise eine Entfaltung von Proteinen hervorrufen. Ein entsprechender Effekt ist 
daher sowohl in Bezug auf gelöste Lösungsmittelmoleküle in der wässrigen Phase, als auch in 
Bezug auf die Phasengrenzfläche zu vermuten. Hinsichtlich Interaktionen mit der Phasen-
grenzfläche konnte für Lipasen gezeigt werden, dass durch die (m)PEG-Modifizierung die 
hydrolytische Aktivität zum Teil gravierend abnahm (Hernáiz et al., 1999). Die Hydrolyse 
durch Lipasen findet direkt an der Grenzfläche zum hydrophoben Substrat statt und beinhaltet 
meist Konformationsänderungen infolge der Anlagerung an die Grenzfläche (Grenzflächen-
aktivierung), die für die katalytische Aktivität notwendig sind. Der Aktivitätsverlust wurde 
daher auf eine reduzierte Affinität zur Grenzfläche infolge veränderter Oberflächen-
eigenschaften zurückgeführt. Auf diese Weise könnte die mPEG-Modifizierung auch eine 
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Inaktivierung von Enzymen an der Phasengrenzfläche verhindern. Inwiefern sich die 
Modifizierung mit mPEG auf die Stabilität der BAL in Gegenwart der zuvor beschriebenen 
Lösungsmittel (Kapitel 3.1) auswirkte, wurde in Lagerstabilitätsmessungen untersucht 
(Tabelle 3.7).  
 
Tabelle 3.7 Lagerstabilitäten der mPEG750-BAL und der mPEG2000-BAL in Ein- und Zweiphasen-
systemen mit MTBE, 2-Oktanon bzw. Toluol (Proteinkonzentration 100 µg/mL). 
  Halbwertszeit [h] 
Lösungsmittel native BAL mPEG750-BAL mPEG2000-BAL 
MTBE 
einphasig 
zweiphasig 
17,3 ± 6,3 
14,9 ± 2,9 
44,0 ± 16,8 
36,3 ± 11,4 
69,7 ± 1,3 
6,4 ± 1,4 
2-Oktanon 
einphasig 
zweiphasig 
5,6 ± 2,5 
0,6 ± 0,5 
4,6 ± 0,4 
2,0 ± 0,2 
10,5 ± 3,8 
0,7 ± 0,1 
Toluol 
einphasig 
zweiphasig 
3,2 ± 0,8 
0,2 ± 0,1 
17,3 ± 2,6 
0,5 ± 0,1 
57,8 ± 7,4 
3,4 ± 0,3 
 
Es ergaben sich zum Teil große Stabilitätsunterschiede für die mPEG-BAL im Vergleich zur 
unmodifizierten BAL. Die teilweise großen Standardabweichungen könnten auf den 
inhomogenen Modifizierungsgrad zurückzuführen sein. Viele Untersuchungen ergaben, dass 
dieser einen entscheidenden Einfluss auf den Effekt der Modifizierung haben kann 
(Rodriguez-Martinez et al., 2008). Die Stabilität gegenüber gelösten Lösunsgmittelmolekülen, 
insbesondere gegenüber MTBE- und Toluolmolekülen, wurde durch die Modifizierung mit 
beiden mPEG-Spezies deutlich gesteigert (bis zu Faktor 18), wobei die Stabilität der 
mPEG2000-Variante für beide Lösungsmittel höher war als die der mPEG750-Variante. Für 
beide Polymere ist nur eine gewisse Anzahl von Aminogruppen für die Modifizierung 
zugänglich, sodass das größere mPEG2000 wahrscheinlich einfach einen größeren Ober-
flächenbereich abdeckt, als das kleinere mPEG750. 
 
Die Inaktivierung durch gelöste Lösungsmittelmoleküle ergibt sich vor allem infolge von 
Wechselwirkungen zwischen den Lösungsmitteln und Aminosäureresten an der Protein-
oberfläche sowie der daraus resultierenden Dehydratisierung und Entfaltung des Proteins 
(Khmelnitsky et al., 1991b). Wie sich schon für die native BAL zeigte, wirkte MTBE viel 
weniger inaktivierend als Toluol und 2-Oktanon, was darauf zurückgeführt wurde, dass die 
Dehydratisierung der Proteinoberfläche durch MTBE erst bei sehr viel höheren Konzen-
trationen einen signifikanten Einfluss auf die dreidimensionale Struktur hat, da es zum Teil 
ähnliche Wechselwirkungen wie Wasser ermöglicht. Die Abschirmung der Proteinoberfläche 
durch die mPEG-Moleküle, die Stabilisierung der Hydrathülle durch die hydrophilen 
Bereiche der PEG-Ketten sowie eine insgesamt unflexiblere Proteinoberfläche, könnten die 
Dehydratisierung durch gelöste Lösungsmittelmoleküle verringern bzw. die strukturellen 
Umlagerungen in deren Folge verhindern. Die größte Stabilitätssteigerung gegenüber gelösten 
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Lösungsmittelmolekülen ergab sich für Toluol (Faktor 18 für mPEG2000). Im Gegensatz zu 
MTBE bindet Toluol wahrscheinlich verstärkt in hydrophoben Bereichen der Protein-
oberfläche und verursacht damit gravierende Veränderungen der Proteinstruktur. Durch die 
PEG-Ketten, sind diese hydrophoben Bereiche abgeschirmt, was wahrscheinlich dazu führt, 
dass weniger Toluolmoleküle binden können. Zudem werden auch in diesem Fall strukturelle 
Umlagerungen infolge der Lösungsmittelbindung durch die erhöhte Rigidität der Struktur 
unterdrückt. Auch für gelöste 2-Oktanonmoleküle wurde für die mPEG2000-Variante eine etwa 
doppelt so hohe Stabilität gemessen wie für die native BAL. mPEG750-BAL zeigte dagegen 
eine mit der nativen BAL vergleichbare Stabilität. Insgesamt hatte die mPEG-Modifizierung 
in Gegenwart von 2-Oktanon einen verhältnismäßig geringen Einfluss auf die BAL-Stabilität. 
Dies könnte darin begründet sein, dass ein Großteil der inaktivierenden Einflüsse dieses 
Lösungsmittels speziell auf dessen Ketofunktion zurückzuführen ist, welche eventuell zu 
direkten Interaktionen im Bereich des aktiven Zentrums führt. Die vergleichsweise hohen 
Restaktivitäten der mPEG-BAL Varianten zeigten, dass der Zugang zum aktiven Zentrum 
durch die Polymermoleküle offensichtlich kaum beeinträchtigt wird. Sollte die Inaktivierung 
durch 2-Oktanon also tatsächlich aufgrund einer Interaktion mit dem aktiven Zentrum 
erfolgen, ist davon auszugehen, dass diese durch die mPEG-Modifikation nicht verhindert 
wird. 
 
Der Vergleich der Stabilitäten der mPEG-Varianten im Ein- und im Zweiphasensystem zeigt, 
dass trotz der zum Teil erhöhten Stabilität, das Vorhandensein der Grenzfläche immer noch 
eine starke Inaktivierung auslöst. Offensichtlich kommt es trotz mPEG-Modifizierung immer 
noch zu denaturierenden Interaktionen mit der Grenzfläche. Auffällig ist, dass die Auswirk-
ungen der mPEG-Modifizierung zum einen für die verschiedenen Zweiphasensysteme und 
zum anderen für die beiden mPEG-Varianten sehr unterschiedlich waren. Die Inaktivierung 
an der Grenzfläche hängt insbesondere von zwei Faktoren ab: der Adsorption an der Grenz-
fläche und strukturellen Umlagerungen infolge der Adsorption. Das Ausmaß der Adsorption 
an der Grenzfläche wird maßgeblich durch die Grenzflächenspanunng zwischen den Phasen 
beeinflusst, da hydrophobe Interaktionen zwischen dem Protein und der Grenzfläche die 
treibende Kraft für die Adsorption bilden (Ross et al., 2000b). Da die Proteinoberfläche durch 
die mPEG-Ketten hydrophob ist, werden hydrophobe Interaktionen und damit die Adsorption 
an der Grenzfläche wahrscheinlich begünstigt. Dies ist wahrscheinlich der Grund dafür, dass 
auch die mPEG-BAL durch die Gegenwart der Grenzfläche eine so starke Inaktivierung 
erfährt. Dabei ist zu vermuten, dass die längeren mPEG2000-Ketten aufgrund der stärkeren 
Hydrophobizität die eingebracht wird, zu einer stärkeren Adsorption führen, als die mPEG750-
Ketten. Abgesehen von der Adsorption selbst, ist jedoch entscheidend wie stark das Protein 
durch die hydrophoben Wechselwirkungen mit der Grenzfläche denaturiert wird. Die 
Abschirmung durch die mPEG-Ketten könnte zu einer Verlangsamung der strukturellen 
Umlagerungen infolge der Interaktionen mit der Grenzfläche führen. Die mPEG2000-Ketten 
können dabei einen sehr viel größeren Oberflächenbereich des Proteins abdecken, als die 
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mPEG750-Ketten. Dadurch sind insgesamt weniger Initiierungspunkte für die Entfaltung 
zugänglich.  
 
Unter Berücksichtigung dieser Annahmen, könnten die Ergebnisse daher wie folgt erklärt 
werden. Da im Zweiphasensystem mit Toluol aufgrund der hohen Grenzflächenspannung 
wahrscheinlich auch für die native BAL schon eine starke Adsorption stattfindet, beruht die 
stabilisierende Wirkung der mPEG-Modifizierung in diesem Fall hauptsächlich auf einer 
reduzierten bzw. verlangsamten Entfaltung des Proteins. Die sehr viel höhere Stabilität der 
mPEG2000-BAL im Vergleich zur mPEG750-BAL (etwa Faktor 7,5) wäre damit auf die bessere 
Abschirmung durch die längeren mPEG2000-Ketten zurückzuführen. In den Zweiphasen-
systemen mit MTBE und 2-Oktanon war die Stabilität der mPEG750-BAL höher als die der 
nativen BAL, während die Stabilität der mPEG2000-BAL in diesen Systemen entweder 
niedriger war, als die der nativen BAL (MTBE) oder dieser entsprach (2-Oktanon). Die 
Grenzflächenspannungen, die sich für diese beiden Phasengrenzen ergeben (10,5 bzw. 14 
mN/m), sind viel niedriger als die im System mit Toluol (36 mN/m) und führen daher 
wahrscheinlich zu einer geringeren Adsorption der nativen BAL, wobei im Fall von 
2-Oktanon nicht geklärt werden konnte, inwiefern auch Interaktionen mit dem aktiven 
Zentrum für die Stabilität von Bedeutung sind (Kapitel 3.1.2). Durch die gebundenen mPEG-
Ketten wird in diesen Zweiphasensystemen vielleicht die Adsorption an den Grenzflächen im 
Vergleich zur Adsorption der nativen BAL verstärkt, insbesondere durch die langen 
mPEG2000-Ketten. In diesem Zusammenhang ist auch nicht auszuschließen, dass neben der 
verstärkten Interaktion mit der Grenzfläche auch die Löslichkeit der BAL-Moleküle in den 
organischen Lösungsmitteln gegeben ist. Ein Aktivitätsverlust innerhalb der wässrigen Phase 
im Verlauf der Inkubation könnte daher auch auf eine Verteilung zwischen den Phasen und 
eine resultierende Verdünnung des aktiven Enzyms innerhalb der wässrigen Phase zurück-
zuführen sein. Daher wurde parallel zur Messung der Restaktivität auch der Proteingehalt in 
der wässrigen Phase verfolgt. Für keines der drei Zweiphasensysteme konnte jedoch eine 
Abnahme der Proteinkonzentration ermittelt werden, eine Verteilung der mPEG-BAL 
Moleküle zwischen den Phasen bzw. eine signifikante Proteinakkumulation oder irreversible 
Adsorption an der Grenzfläche scheint daher nicht stattzufinden. An dieser Stelle sollte 
jedoch nochmals darauf hingewiesen werden, dass die zu erwartenden Proteinverluste durch 
eine Adsorption an der Grenzfläche sehr niedrig und daher schwer quantifizierbar sind 
(Kapitel 3.1.3). Die Standardabweichung der als Duplikat durchgeführten Messungen war 
meist größer als die zu erwartende Konzentrationsabnahme.  
 
Zusammenfassend lässt sich sagen, dass durch die Modifizierung der BAL mit beiden mPEG-
Spezies eine zum Teil gute Stabilisierung gegenüber den untersuchten Lösungsmitteln 
erreicht werden konnte. Da die Stabilität vor allem in den Zweiphasensystemen auf komplexe 
Weise durch verschiedene Faktoren beeinflusst wird, kann letztendlich nicht eindeutig geklärt 
werden, auf welche Weise sich die mPEG-Modifizierung auf die Stabilität der BAL 
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ausgewirkt hat. Insgesamt ist davon auszugehen, dass durch die Modifizierung vor allem die 
Stabilität gegenüber Interaktionen mit gelösten Lösungsmittelmolekülen in der wässrigen 
Phase erhöht wurde. Die Inaktivierung an der Phasengrenzfläche ist jedoch immer noch 
gravierend, sodass die Halbwertszeiten der mPEG-BAL Varianten in den Zweiphasen-
systemen noch nicht zufriedenstellend sind. Die größte Stabilisierung wurde für beide mPEG-
Varianten gegenüber Toluol erzielt, wobei sich die besten Resultate für die Modifizierung mit 
mPEG2000 ergaben. Insgesamt zeigten die Ergebnisse, dass die Auswirkung der Modifizierung 
wahrscheinlich maßgeblich davon abhängt, wieviele mPEG-Moleküle pro BAL-Molekül 
gebunden wurden. Ein großer Nachteil der chemischen Modifizierung ist daher vor allem die 
Inhomogenität der Reaktionsprodukte. Neben der Gefahr, dass Aminosäurereste modifiziert 
werden, die für die katalytische Aktivität essentiell sind, ergibt sich das Problem, dass der 
Effekt der Modifizierung maßgeblich von deren Grad abhängt und daher für unterschiedliche 
Präparate bzw. Chargen variieren kann. Es erschien daher sinnvoll, für die Stabilisierung der 
beiden Enzyme eher Methoden anzuwenden, die zu einer gezielteren, homogeneren und damit 
reproduzierbareren Veränderung der Eigenschaften führen. 
 
3.3 Gerichtete Mutagenese oberflächenständiger Aminosäuren 
3.3.1 Strukturanalyse und rationale Wahl der Mutationen 
 
Im Gegensatz zur chemischen Modifizierung ermöglicht die gerichtete Mutagenese den 
gezielten Austausch bestimmter Aminosäurereste und damit eine rationale Optimierung 
verschiedener Enzymeigenschaften. Voraussetzung dafür ist jedoch die Kenntnis darüber, 
welche Struktur-Funktionsbeziehungen der zu optimierenden Enzymeigenschaft (Aktivität, 
Selektivität, Stabilität) zugrunde liegen. In den letzten 20 Jahren konnte in zahlreichen Unter-
suchungen gezeigt werden, welche Faktoren für die Aufrechterhaltung der nativen, aktiven 
Konformation eines Proteins eine Rolle spielen. Besonders durch Strukturanalysen 
verschiedener thermophiler und mesophiler Enzyme und die Korrelation mit entsprechenden 
Stabilitätsdaten wurden viele strukturelle Eigenschaften identifiziert, die für die Stabilität von 
Bedeutung sind (Vieille und Zeikus, 2001). Anhand von gerichteten und ungerichteten 
Mutagenese-Experimenten und dem Vergleich der resultierenden Stabilitätsveränderungen 
konnten viele der zuvor postulierten Zusammenhänge bestätigt werden. Unter Berücksich-
tigung der bisherigen Erkenntnisse wurden bereits mehrere Enzyme durch gezielte Amino-
säureaustausche stabilisiert (Eijsink et al., 2004). Zudem konnte gezeigt werden, dass viele 
Mutationen, die eine Stabilisierung gegenüber erhöhten Temperaturen erbrachten, auch zu 
einer Stabilisierung gegenüber anderen Einflussfaktoren, wie z. B. organischen Lösungs-
mitteln, führten (Mansfeld und Ulbrich-Hofmann, 2007). 
 
Zu den Strukturmerkmalen welche die Stabilität eines Proteins beeinflussen, gehören unter 
anderem die Festigkeit und Kompaktheit des Proteinkerns, der Anteil flexibler 
Ergebnisse und Diskussion   
70 
Strukturbereiche (loops und Termini), die Abschirmung hydrophober Aminosäurereste, die 
Aminosäurezusammensetzung, die Stärke hydrophober Interaktionen sowie die Häufigkeit 
von Wasserstoff- und Salzbrücken. Dabei wirken alle Faktoren zusammen und tragen je nach 
Proteinstruktur und Umgebungsbedingungen unterschiedlich stark zur Stabilität eines Proteins 
bei (Vieille und Zeikus, 2001). Eine kompakte Faltung im Proteinkern, bei der vor allem 
hydrophobe Aminosäurereste von der wässrigen Umgebung abgeschirmt werden (hydro-
phober Effekt), ist meist entscheidend für die Stabilität und die treibende Kraft für die 
Proteinfaltung (Dill, 1990). Allerdings weisen die Proteinkerne mesophiler und thermophiler 
Proteine häufig keine großen Unterschiede auf, vielmehr unterscheiden sie sich in ihren Ober-
flächeneigenschaften. Dies kann dadurch erklärt werden, dass meist lokale strukturelle 
Umlagerungen, die vor allem an der Oberfläche stattfinden, Ausgangspunkt für die irrever-
sible Denaturierung eines Proteins sind. Deshalb spielen auch die Oberflächeneigenschaften 
eine wichtige Rolle für die Stabilität und in vielen Studien konnte gezeigt werden, dass durch 
Veränderung verschiedener Oberflächeneigenschaften eine deutliche Stabilisierung erzielt 
werden konnte (Eijsink et al., 2004). Unter anderem kann eine Verringerung exponierter 
hydrophober Aminosäurereste die Stabilität erhöhen, da diese im Gegensatz zu polaren 
Aminosäuren kaum stabilisierende Wechselwirkungen mit umliegenden Aminosäureresten 
oder dem Lösungsmittel (Wasser) eingehen können und damit anfällig für Entfaltungs-
vorgänge sind (Knapp et al., 1999). Besonders in den letzten Jahren konnte vielfach gezeigt 
werden, dass die elektrostatischen Eigenschaften der Proteinoberfläche durch Ausbildung 
nicht-kovalenter Interaktionen (Wasserstoffbrückenbindungen, Salzbrücken, usw.) maßgeb-
lich zur Integrität der Proteinstruktur beitragen (Kumar et al., 2000, Torrez et al., 2003, 
Strickler et al., 2006, Bogin et al., 2002, Zavodszky et al., 1998). Viele Stabilisierungsansätze 
zielen darauf ab, flexible Strukturbereiche an der Oberfläche zu festigen um die Initiierung 
der Entfaltung zu unterdrücken (Eijsink et al., 2004, Mansfeld und Ulbrich-Hofmann, 2007).  
 
Die Mutagenese von oberflächenständigen Aminosäureresten hat zudem den Vorteil, dass 
kleinere strukturelle Unterschiede durch die neu eingebrachten Aminosäuren nicht zwangs-
läufig einen großen Einfluss auf die globale Struktur ausüben und daher die Aktivität häufig 
kaum beeinflusst wird. Dies ist darauf zurückzuführen, dass Aminosäurereste an der Ober-
fläche zum Teil solvatisiert und daher weniger an intramolekularen Interaktionen beteiligt 
sind als Aminosäurereste im Proteininneren. Daher führt ihr Austausch nicht unbedingt zu 
einer Veränderung der Sekundär- bzw. Tertiärstruktur. Außerdem wirken sich Größen-
unterschiede zwischen den ausgetauschten Resten meist nicht so stark aus (Vieille und 
Zeikus, 2001). Schon kleine Veränderungen, manchmal eine einzige Punktmutation, konnten 
eine signifikante Stabilisierung eines Enzyms hervorrufen (Giordano et al., 1999). In anderen 
Fällen erhöhten mehrere kleine Veränderungen kumulativ die Stabilität (Lehmann et al., 
2002, D'Amico et al., 2003).  
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Obwohl sich die meisten Untersuchungen speziell mit der Temperaturstabilität beschäftigten, 
konnte oftmals auch eine Korrelation zwischen der Erhöhung der Temperaur- und der 
Lösungsmittelstabilität beobachtet werden. Dies legt nahe, dass beiden Inaktivierungs-
mechanismen ähnliche strukturelle Veränderungen zugrunde liegen (Cowan, 1997, Mansfeld 
und Ulbrich-Hofmann, 2007). Die Inaktivierung durch organische Lösungsmittel erfolgt 
durch direkte Interaktion zwischen den Lösungsmitteln und dem Protein bzw. den daraus 
resultierenden Veränderungen der Sekundär- und Tertiärstruktur. Gelöste Lösungsmittel-
moleküle bewirken diese strukurellen Veränderung vor allem durch Interaktionen mit 
hydrophoben Proteinbereichen und der resultierenden Dehydratisierung der Proteinober-
fläche. An der Grenzfläche in wässrig-organischen Zweiphasensystemen ergeben sich die 
strukturellen Umlagerungen durch hydrophobe Interaktionen und eine partielle Entfaltung 
infolge der Adsorption an der Phasengrenze. In beiden Fällen ist also entscheidend, wie 
anfällig die dreidimensionale Proteinstruktur für eine Denaturierung aufgrund der Inter-
aktionen mit den Lösungsmitteln ist.  Es erscheint daher durchaus sinnvoll, dass Proteine die 
aufgrund einer hohen Oberflächenintegrität eine erhöhte Temperaturstabilität aufweisen auch 
eine erhöhte Stabilität gegenüber Lösungsmitteln zeigen. Die Wahl der in dieser Arbeit 
eingebrachten Mutationen orientierte sich daher an den Erkenntnissen der Studien, die sich 
mit der Erhöhung der Temperaturstabilität beschäftigten. Sie sollten das Ausmaß hydrophober 
Interaktionen zwischen den Lösungsmitteln und den Enzymen reduzieren, indem hydrophobe 
Aminosäurereste an der Oberfläche gegen polare Reste ausgetauscht wurden. Zudem sollte 
die strukturelle Integrität der Enzymoberfläche durch neue nicht-kovalente Interaktions-
möglichkeiten erhöht werden. Der Fokus der Mutationen lag daher vor allem auf hydro-
phoben Bereichen in möglicherweise flexiblen loop-Regionen, da diese wahrscheinlich 
anfällig für strukturelle Umlagerungen durch Interaktionen mit den Lösungsmitteln sind und 
eine starke Adsorption und Entfaltung an der Grenzfläche ermöglichen.  
 
Die Auswahl der Mutationen für die Stabilisierung der BAL erfolgte durch Analyse der 
dreidimensionalen Struktur (Mosbacher et al., 2005, Maraite et al., 2007). Die Mutationen 
sollten an der Proteinoberfläche liegen, wobei das aktive Zentrum sowie alle Bereiche, die an 
Monomerinteraktion beteiligt sind, ausgeschlossen werden sollten. Insgesamt sollte die 
Hydrophilie der Oberfläche gesteigert und durch möglicherweise neue nicht-kovalente 
Interaktionen (z. B. ionische Wechselwirkungen) die Wahrscheinlichkeit von partiellen Ent-
faltungsvorgängen, die der Ansatzpunkt für die irreversible Inaktivierung sind, verringert 
werden. Daher wurden in den verbliebenen Oberflächenbereichen hydrophobe Aminosäure-
reste in flexiblen Strukturbereichen identifiziert, die gegen polare zum Teil auch geladenen 
Aminosäurereste ausgetauscht werden sollten (Abbildung 3.10). Die Größe der gegeneinander 
ausgetauschten Aminosäuren sollte dabei möglichst ähnlich sein, obwohl gerade an der 
Proteinoberfläche Größenunterschiede häufig kaum strukturelle Umlagerungen nach sich 
ziehen. Zudem wurden innerhalb eines Strukturbereichs verschiedene Mutationen sowie auch 
unterschiedliche Kombinationen von Mutationen eingefügt.  
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Abbildung 3.10 Aminosäureaustausche (gelb) an der BAL-Oberfläche. Dargestellt ist nur das Mono-
mer, die Assoziationsbereiche zu den übrigen Monomeren sind als graue Oberflächen gekenn-
zeichnet.  
 
Der Auswahl der CPCR-Mutationen lagen prinzipiell die gleichen Ideen zugrunde wie bei der 
Auswahl der BAL-Mutationen. Die Analyse und Wahl der Mutationspositionen erfolgte 
anhand eines Homologie-Modells, welches von Dr. Paolo Braiuca (Universität Triest) erstellt 
wurde. Zudem wurden die Strukturdaten einiger homologer Enzyme, welche zum Teil aus 
thermophilen Organismen stammen, in die Überlegungen mit einbezogen (Tabelle 3.8).   
 
Tabelle 3.8 Für die Strukturanalyse verwendete Proteinstrukturen homologer Oxidoreduktasen. 
Organismus AS Homologie [%] 
AS mit ähnlichen 
Eigenschaften [%] 
pdb 
Sulfolobus tokodaii 347 34 54 2EER 
Sulfolobus solfataricus 347 33 53 1JVB 
Bacillus stearothermophilus 339 31 47 1RJW 
Saccharomyces cerevisiae 348 29 44 2HCY 
Pseudomonas aeruginosa 342 29 44 1LLU 
 
Das Proteininnere scheint bereits eine kompakte, dicht gepackte Struktur aufzuweisen. Polare 
Aminosäurereste sind entweder an Wasserstoffbrücken- oder an ionische Bindungen beteiligt, 
sodass der Proteinkern eine stabile dreidimensionale Faltung aufweisen sollte. An der 
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Oberfläche dagegen gibt es einige Bereiche mit hydrophoben Seitenketten innerhalb sehr 
flexibler Regionen, die eventuell anfällig für strukturelle Umlagerungen sind. Sie sind 
offenbar an keinerlei Wechselwirkungen mit anderen Aminosäureresten beteiligt und liegen 
teilweise inmitten stark polarer Cluster.  
 
Abbildung 3.11 Aminosäureaustausche (gelb) an der CPCR-Oberfläche. Dargestellt ist nur das Mono-
mer, die Dimerinteraktionsfläche ist als graue Oberflächen gekennzeichnet.  
 
Der Austausch sollte gegen polare, eventuell geladene Aminosäureresten erfolgen. Dabei 
sollte der Raumbedarf der einzelnen Positionen möglichst wenig geändert werden. Innerhalb 
eines Strukturbereichs wurden jeweils mehrere Mutationen in unterschiedlichen Kombina-
tionen eingefügt. Abbildung 3.11 veranschaulicht die Aminosäureaustausche zur Optimierung 
der CPCR-Oberfläche. 
 
3.3.2 Charakterisierung der BAL-Mutanten 
3.3.2.1 Aktivität und Enantioselektivität der BAL-Mutanten 
 
Die Expression der BAL-Mutanten erfolgte wie die des nativen Enzyms in E. coli SG13009. 
Nach dem Zellaufschluss wurden die Varianten mittels IMAC aufgereinigt. Abbildung 3.12 
zeigt die spezifischen Aktivitäten der einzelnen Proteinvarianten im Rohextrakt. 
Augenscheinlich wurde die Aktivität durch die Mutationen meist nur geringfügig beeinflusst. 
Lediglich für die Varianten, in denen der Bereich der Aminosäurereste 248/249 verändert 
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wurde, war ein starker Aktivitätsverlust zu verzeichnen, obwohl die Mutationen selbst nicht in 
direkter Umgebung des aktiven Zentrums eingebracht wurden. Offensichtlich wurde durch 
die Mutationen in diesem Bereich die globale Struktur maßgeblich verändert. Durch den 
Austausch der unpolaren gegen polare Aminosäuren sollten sich idealerweise neue nicht-
kovalente Interaktionsmöglichkeiten (Wasserstoffbrücken, Salzbrücken, usw.) ergeben, die 
zur Stabilisierung der Struktur führen sollten. Allerdings kann es in der Folge auch zu 
strukturellen Umlagerungen kommen, die einen Aktivitätsverlust nach sich ziehen. Wenn 
Reste eingefügt werden, die als Donor oder Akzeptor von Wasserstoffbrückenbindungen 
agieren können, besteht die Gefahr dass es zu erheblichen Änderungen der Sekundär-
 und Tertiärstruktur kommt. Geladene Aminosäurereste können elektrostatische Abstoßungen 
auslösen, die eine Veränderung der Struktur nach sich ziehen. Die Eliminierung des Prolins 
könnte dabei eventuell die Flexibilität in dieser Region erhöhen, sodass diese Umlagerungen 
sogar begünstigt sind. Eventuell resultiert aus der Veränderung der Struktur auch eine Beein-
trächtigung der Assoziation zum Tetramer, welche für die katalytische Aktivität zwingend 
erforderlich ist (Mosbacher et al., 2005). Die Unterschiede zwischen den beiden Mutanten 
zeigen, dass durch das Einbringen des positiv geladenen Aspartats die Aktivität völlig 
verloren geht, während mit Asparagin an dieser Stelle noch eine geringe Restaktivität erhalten 
bleibt. Dies deutet daraufhin, dass es eventuell zu ungünstigen elektrostatischen Interaktionen 
kommt. 
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Abbildung 3.12 Spezifische Aktivität der BAL-Mutanten nach dem Zellaufschluss (die horizontale 
Linie kennzeichnet den Referenzwert der nativen BAL). 
 
Auch im Bereich der Aminosäurepositionen 335-337 deuten die Ergebnisse auf eine 
ungünstige Veränderung durch die eingefügten geladenen Aminosäurereste hin. Besonders in 
Position 339 scheint der Austausch von Alanin gegen Aspartat einen negativen Einfluss zu 
haben. Der Austausch der beiden aufeinander folgenden Alaninreste 336 und 337 gegen Serin 
und Threonin dagegen führte zu einer Steigerung der Aktivität. Durch die zusätzliche Muta-
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tion von Alanin335 zu Lysin wird die Aktivität wieder verringert. Trotzdem hat diese Mutante 
immer noch eine leicht erhöhte Aktivität im Vergleich zur nativen BAL. Im Bereich der 
Positionen 175-177 wurden die unpolaren Aminosäuren Valin und Isoleucin in verschiedenen 
Kombinationen gegen die polaren und zum Teil geladenen Aminosäuren Aspartat, Asparagin 
und Threonin ausgetauscht. Hier scheint die in Form von Aspartat eingefügte negative 
Ladung keinen entscheidenden Einfluss auf die Aktivität zu haben. Für alle drei Mutanten 
ergaben sich in etwa die gleichen Werte, wobei die Mutanten mit dem Austausch I176D 
jeweils eine etwas höhere Aktivität aufwiesen, als die Variante ohne diese Mutation. 
 
Zusammenfassend lässt sich sagen, dass fast alle Mutationen unter Erhalt der Aktivität 
eingebracht werden konnten. Die unterschiedlichen Mutationen an den jeweiligen Amino-
säurepositionen zeigten zudem, dass die ausgewählten Bereiche offensichtlich verschieden 
anfällig für strukturelle Veränderungen infolge der neu eingefügten Reste sind. Neben der 
Aktivität ist vor allem die Enantioselektivität der katalysierten Reaktion von Interesse. Um zu 
überprüfen, ob sich die Mutationen auch auf die Selektivität der Carboligation ausgewirkt 
haben, wurden entsprechende Selektivitätsuntersuchungen durchgeführt. Dies erfolgte exem-
plarisch für die Kondensation von 3,5-Dimethoxybenzaldehyd zu 3,3’,5,5’-Tetramethoxy-
benzoin, da für die eigentlich verwendete Modellreaktion (Kondensation von 2-Furaldehyd zu 
2,2’-Furoin) die Extraktion des Produkts für die Analyse zu einer starken Oxidation und 
Racemisierung führte. Wie die native BAL setzten alle Mutanten DMBA mit hoher Selekti-
vität (e.e.P > 99 %) zu (R)-TMB um. Dies zeigt, dass die generelle Geometrie des aktiven 
Zentrums, die entscheidend für die Ausrichtung des chiralen Zentrums im Produkt ist, auch in 
den Mutanten erhalten blieb. Vielmehr ist der Aktivitätsverlust einiger Mutanten vielleicht auf 
eine geringere Zugänglichkeit des aktiven Zentrums zurückzuführen, die aus einer globalen 
Veränderung der dreidimensionalen Struktur resultiert. Inwiefern sich die Mutationen auf die 
Stabilität der BAL in den verschiedenen Zweiphasensystemen auswirken, wurde zunächst in 
Lagerstabilitätsmessungen untersucht.   
 
3.3.2.2 BAL-Mutanten-Lagerstabilität in Gegenwart organischer Lösungsmittel 
 
Für alle Mutanten die eine ausreichende Aktivität zeigten, wurden Lagerstabilitätsmessungen 
in den drei unterschiedlichen Zweiphasensystemen durchgeführt. Da sich für die native BAL 
gezeigt hatte, dass alle drei Lösungsmittel nicht nur an der Grenzfläche sondern auch inner-
halb der wässrigen Phase inaktivierend wirken, wurde auch die Lagerstabilität in lösungs-
mittelgesättigtem Puffer untersucht (Abbildung 3.13). Während sich in den Messungen mit 
MTBE und besonders 2-Oktanon größtenteils nur geringfügige Stabilitätsunterschiede 
zwischen den Mutanten und der nativen BAL ergaben, waren diese in Gegenwart von Toluol 
sehr ausgeprägt. Dies zeigt, dass die untersuchten Lösungsmittel die Stabilität der BAL offen-
sichtlich auf sehr verschiedene Weise beeinflussen und dass die eingebrachten Mutationen 
sich daher unterschiedlich auf die einzelnen Lösungsmitteleffekte auswirken.  
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Abbildung 3.13 Lagerstabilitäten der BAL-Varianten im Ein- und Zweiphasensystem mit MTBE, 
2-Oktanon bzw. Toluol (die vertikalen Linien markieren den Referenzwert der nativen BAL). 
 
Besonders auffällig ist, dass die Inaktivierung durch gelöste Toluolmoleküle für fast alle 
Mutanten sehr viel stärker war als für die native BAL. Im Gegensatz dazu war die zusätzliche 
Inaktivierung durch die Toluolgrenzfläche für die Mehrheit der Mutanten sehr viel geringer 
und die Stabilität in den Zweiphasenmessungen letztendlich höher als die der nativen BAL. 
Dies deutet darauf hin, dass durch die eingebrachten Mutationen speziell die inaktivierenden 
Interaktionen mit der Grenzfläche verringert wurden, sodass auch im Zweiphasensystem 
hauptsächlich die Inaktivierung durch gelöste Toluolmoleküle eine Rolle spielte. Durch die 
eingebrachten Mutationen könnten sich Strukturveränderungen ergeben, welche die Inter-
aktionsfläche für gelöste Lösungsmittelmoleküle vergrößern. Wahrscheinlich resultiert aus 
einer verstärkten Interaktion zwischen den gelösten Toluolmolekülen und den BAL-Mutanten 
bereits eine so erhebliche strukturelle Veränderung, dass die Interaktion mit der Grenzfläche 
selbst, kaum weitere Umlagerungen hervorruft. Entsprechend würde sich durch Struktur-
veränderungen infolge der Mutationen auch die Interaktionsfläche für gelöste MTBE- bzw. 
2-Oktanonmoleküle vergrößern. Da in diesen beiden Lösungsmittelsystemen die Unterschiede 
zwischen den Mutanten und der nativen BAL meist nicht so ausgeprägt waren wie im 
Toluolsystem, unterscheidet sich offensichtlich der Inaktivierungsmechanismus der einzelnen 
Lösungsmittel.  
 
Für 2-Oktanon wurde bereits an anderer Stelle vermutet, das insbesondere Interaktionen im 
Bereich des aktiven Zentrums für die geringe Stabilität verantwortlich sind. Die Resultate der 
vorliegenden Messungen stehen im Einklang mit dieser Annahme, da durch die eingefügten 
Mutationen, die sich nicht im Bereich des aktiven Zentrums befinden, auch nur 
vergleichsweise geringe Unterschiede in der 2-Oktanonstabilität ergaben (Ein- und Zwei-
phasensystem). Eine niedrigere 2-Oktanonstabilität ergab sich vor allem für Mutante BAL-
A362S,A363D. Dabei ist der Stabilitätsverlust im Ein- und im Zweiphasensystem praktisch 
identisch, sodass davon auszugehen ist, dass hier insbesondere die Inaktivierung auf mole-
kularer Ebene gesteigert wurde. Für die Mutanten BAL-V175N,I176D,I177T und BAL-
A338T,A339S wirken sich die eingefügten Mutationen dagegen auf die molekulare Toxizität 
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und die Grenzflächentoxizität aus. Beide zeigten im Zweiphasensystem eine leicht erhöhte 
bzw. ähnliche Stabilität wie die native BAL, während die Inaktivierung durch gelöste 
Lösungsmittelmoleküle zunahm. Auch in diesen Fällen ist davon auszugehen, dass die Inter-
aktionen bzw. die Entfaltung an der Grenzfläche verringert wurden. Im Gegensatz dazu wurde 
die Grenzflächeninaktivierung im Zweiphasensystem mit MTBE durch die Mutationen 
teilweise verstärkt. Die native BAL zeigte in Gegenwart der MTBE-Grenzfläche nur einen 
geringfügigen zusätzlichen Aktivitätsverlust, was darauf zurückgeführt wurde, dass die 
verhältnismäßig niedrige Grenzflächenspannung keine starke Adsorption und auch keine 
starken Umlagerungen infolge der Adsorption verursacht. Für die Mutanten BAL-I176D, 
BAL-V175N,I177T, BAL-A338S,A339D und BAL-A338T,A339S ergab sich im MTBE-
Zweiphasensystem jedoch ein deutlich höherer Stabilitätsverlust als im entsprechenden Ein-
phasensystem. Auch diese Ergebnisse könnten letztendlich durch strukturelle Umlagerungen 
erklärt werden, welche zu einer verstärkten Interaktion mit der Grenzfläche führen. Die 
übrigen drei Mutanten zeigten vergleichbare Stabilitätsunterschiede im Ein- und Zweiphasen-
system mit MTBE.   
 
Konkrete Aussagen über die Auswirkungen einzelner Mutationen sind sehr schwierig, da die 
Stabilität auf sehr komplexe Weise beeinflusst werden kann. Ohne Strukturdaten oder 
zumindest entsprechende Modelle, bleibt unklar inwiefern sich die Struktur bereits durch die 
einzelnen Mutationen verändert hat. Auch wenn die Aktivität der Mutanten größtenteils mit 
der Aktivität der nativen BAL vergleichbar war, ist nicht auszuschließen, dass sich größere 
strukturelle Veränderungen – zumindest im Bereich der Mutationen – ergeben haben. 
Zusätzlich die Auswirkungen gelöster Lösungsmittelmoleküle und der Phasengrenzflächen 
auf die Strukturen der Mutanten zu erklären, ist daher nicht möglich und dementsprechende 
Ausführungen wären rein spekulativ. Letztendlich ergaben sich für die drei Mutanten, welche 
im Bereich der Positionen 175-177 mutiert wurden (BAL-I176D, BAL-V175N,I177T, 
BAL-V175N,I176D,I177T) sowie für die Mutanten BAL-A335K,A338T,A339S und BAL-
A338T,A339S die größten Auswirkungen durch die Mutationen. Insbesondere die Grenz-
flächenstabilität gegenüber Toluol war deutlich höher als die der nativen BAL. 
 
3.3.2.3 Kinetik ausgewählter BAL-Mutanten 
 
Anhand der reversiblen Kondensation von 2-Furaldehyd zu 2,2’-Furoin wurde untersucht, 
inwiefern sich die eingebrachten Mutationen auf die Reaktionskinetik auswirken. Dazu 
wurden für die Mutanten BAL-I176D, BAL-V175N,I177T, BAL-V175N,I176D,I177T, BAL-
A338S,A339D, BAL-A338T,A339S und BAL-A335K,A338T,A339S sowie die native BAL 
durch Messung von Reaktionsanfangsraten die kinetischen Konstanten sowohl der Hin- als 
auch die Rückreaktion (Kondensation bzw. Spaltung) ermittelt. Die Reaktion ist reversible 
und entspricht einem Bi-Uni-Mechanismus. Zavrel et al. (2008) veröffentlichten kürzlich ein 
allgemeines, mechanistisch korrektes Modell für die Kinetik der BAL-katalysierten 
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Carboligation. In abgewandelter Form kann das Modell auch zur Auswertung von 
Reaktionsanfangsraten angewendet werden. Dabei wird davon ausgegangen, dass sich die 
Konzentrationen von Substraten und Produkten im Verlauf der kurzen Reaktionszeit kaum 
ändern und daher als konstant angesehen werden können (Schmidt, 2008). Die Rückreaktion 
entspricht mit dieser Annahme einer gewöhnlichen Michaelis-Menten Beziehung (Gleichung 
3.3). Für die Hinreaktion ergibt sich ein komplizierterer Zusammenhang, da die beiden 
Substratmoleküle identisch sind. Die entsprechenden Bindungskonstanten können nicht in 
unabhängigen Messungen ermittelt werden, da es nicht möglich ist die Konzentrationen 
unabhängig voneinander zu variieren. Die Substratsättigungskurven für diese Reaktion haben 
einen sigmoiden Verlauf, der die unterschiedlichen Bindungskonstanten für das erstbindende 
(A) und das zweitbindende (B) Substratmolekül widerspiegelt. Durch Anpassung der Daten 
an Gleichung 3.4 können daher prinzipiell beide Km-Werte ermittelt werden.  
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kcat und kcat,r bezeichen die Wechselzahlen der Hin-bzw. Rückreaktion. KmA, KmB und KmP 
stehen für die Bindungkonstanten des erst- und zweitbindenden Substratmoleküls sowie des 
Produkts. E, S und P bezeichen die molaren Konzentrationen des Enzyms, des Substrats 
(2-Furaldehyd) und des Produkts (2,2’-Furoin). Einzelheiten des kinetischen Modells können 
der entsprechenden Veröffentlichung entnommen werden. Abbildung 3.14 zeigt die 
aufgenommen Substratsättigungskurven beider Reaktionen mit der BAL sowie den 
ausgewählten Mutanten. 
 
Die Anpassung an die Reaktionsanfangsraten der Hinreaktion war durchweg gut, allerdings 
konnte KmA aufgrund der geschilderten Problematik der identischen Substrate nicht sicher 
bestimmt werden (Tabelle 3.9). kcat war für alle Mutanten niedriger als für die native BAL, 
insbesondere für die Mutanten BAL-V175N,I176D,I177T und BAL-I176D. Allerdings ist 
nicht auszuschließen, dass sich auch durch unterschiedliche Konzentrationen an Fremd-
proteinen in den Proteinpräparaten Unterschiede in der Aktivität der einzelnen Mutanten 
ergaben. Da insgesamt die Wechselzahlen aller Mutanten in der gleichen Größenordnung 
liegen, ist davon auszugehen, dass zumindest keine gravierenden strukturellen Veränderungen 
im Bereich des aktiven Zentrums aus den eingebrachten Mutationen resultieren. 
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Abbildung 3.14 Substratsättigungskurven für 2-Furaldehyd und 2,2’-Furoin der nativen BAL sowie 
der ausgewählten BAL-Mutanten (● Messdaten;  Modellanpassung). 
 
Die kinetischen Untersuchungen von Zavrel et al. (2008) zeigten, dass der geschwindig-
keitsbestimmende Schritt der Carboligation die Freisetzung des Produkts ist. Die zum Teil 
geringeren Wechselzahlen könnten daher eventuell aus strukturellen Veränderungen infolge 
der Mutationen resultieren, welche die Freisetzung des Produkts beeinträchtigen. Die 
Mutanten mit der geringsten Wechselzahl tragen beide den Austausch I176D. Eventuell 
ergeben sich durch die eingebrachte Ladung an dieser Stelle ionische Wechselwirkungen, die 
eine entsprechende Umlagerung in diesem Bereich bewirken, die sich auch auf die Aktivität 
auswirkt. Wie bereits erwähnt, konnten die KmA-Werte nicht sicher bestimmt und Unter-
schiede für die einzelnen Mutanten in Bezug auf diesen Parameter daher nicht beurteilt 
werden. Die KmB-Werte konnten dagegen sicher ermittelt werden und waren für alle Mutanten 
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etwas niedriger als der KmB-Wert der nativen BAL. Die Affinität zum 2-Furaldehyd wird 
durch die Mutationen und daraus resultierende Strukturveränderungen offensichtlich nicht 
beeinträchtigt bzw. sogar etwas verbessert. Dies deutet daraufhin, dass die grundsätzliche 
Geometrie im aktiven Zentrum kaum beeinflusst wird. Eventuell führen die strukturellen 
Umlagerungen, welche zu einer verlangsamten Produktfreisetzung führen auch zu einer 
stärkeren Bindung des Substrats im aktiven Zentrum. Letztendlich ist jedoch ohne konkrete 
Strukturinformationen keine eindeutige Erklärung dieser Ergebnisse möglich. Häufig wird 
zum Vergleich verschiedener Enzyme deren Effektivität, ausgedrückt durch den Quotienten 
aus kcat und Km herangezogen. Auf die hier gemessenen Daten angewendet ergeben sich für 
BAL-V175N,I177T (22), BAL-A335K,A338T,A339S (24) und BAL-A338T,A339S (19) 
höhere Werte als für die native BAL (16). Die anderen Mutanten zeigten in etwa die gleiche 
Effektivität wie die native BAL (16 bzw. 17). 
 
Tabelle 3.9 Ermittelte kinetische Konstanten der nativen BAL und der ausgewählten Mutanten. 
 kcat [1/s] KmA [mM] KmB [mM] kcat, r [1/s] KmP [mM] 
native BAL 10,31 ± 1,15 0,254 ± 0,26 0,631 ± 0,09 1,97 ± 0,22 1,892 ± 0,40 
I176D 7,34 ± 0,48 0,026 ± 0,13 0,470 ± 0,03 1,69 ± 0,08 0,048 ± 0,02 
V175N, I177T 9,51 ± 0,82 0,179 ± 0,16 0,426 ± 0,05 1,55 ± 0,04 0,034 ± 0,01 
V175N, I176D, I177T 6,71 ± 0,40 1·10-10± 0,12 0,392 ± 0,03 1,91 ± 0,05 0,080 ± 0,01 
A338T, A339S 9,21 ± 0,12 0,297 ± 0,19 0,495 ± 0,08 1,40 ± 0,04 0,043 ± 0,01 
A335K, A338T, A339S 8,61 ± 0,54 0,150 ± 0,12 0,363 ± 0,03 1,97 ± 0,06 0,160 ± 0,01 
 
Bei der Untersuchung der Rückreaktion ergaben sich zum Teil große Unterschiede zwischen 
der nativen BAL und den Mutanten. Die Wechselzahl der Rückreaktion war für alle Mutanten 
niedriger als für die native BAL, besonders auffällig waren jedoch die immer sehr viel 
niedrigeren Km-Werte. Es zeigte sich, dass in den eingesetzten 2,2’-Furoinlösungen ein sehr 
hoher Anteil (native BAL: 19,5 ± 1,4 %, Mutanten: 10,2 ± 2,6 %) Furil vorlag. Dabei handelt 
es sich um ein Diketon, welches durch die Oxidation von 2,2’-Furoin entsteht. Ob das 
Diketon hauptsächlich während des Lösungsprozesses entstand oder schon in größeren 
Mengen im Ausgangspräparat vorhanden war, konnte nicht geklärt werden. Auch während 
der Messungen der Hinreaktion kann das entstandene 2,2’-Furoin zum Diketon oxidiert 
werden. Allerdings ist die Oxidationsrate (1,2 ⋅ 10-5 s-1) so gering, dass es bei der kurzen 
Reaktionsdauer von einer Minute keine Rolle spielen sollte. Bei den Messungen der Rück-
reaktion dagegen lag es von Beginn an in hoher Konzentration vor und könnte die Kinetik der 
Reaktion beeinflussen, z. B. indem es als Inhibitor fungiert und die Aktivität mindert. 
Aufgrund der strukturellen Ähnlichkeit zum eigentlichen Substrat könnte sich ein kompe-
titiver Effekt ergeben, der die sehr viel niedrigeren Km-Werte der Mutanten bei vergleichbarer 
Wechselzahl erklären würde. In den Messungen mit den Mutanten war die Diketon-
konzentration immer nur etwa halb so hoch wie in den Messungen mit der nativen BAL. Es 
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war jedoch weder möglich, die Reaktion ganz ohne Diketon durchzuführen noch gezielt das 
Verhältnis von 2,2’-Furoin zu Diketon zu beeinflussen. Letztendlich konnte ein möglicher-
weise inhibitorischer Effekt daher nicht näher untersucht werden. Da vor allem die Konden-
sationsreaktion für die weiteren Untersuchungen des Prozesses interessant war und zudem in 
den Zweiphasenreaktionen eine kontinuierliche Begasung mit Stickstoff stattfand, sollte die 
Diketonbildung dort kaum eine Rolle spielen. Abgesehen von den sehr viel geringeren KmP-
Werten der BAL-Mutanten, ergaben sich insgesamt durch die Mutationen nur geringfügige 
Effekte auf die Kinetik der Reaktion. Diese Ergebnisse deuten daraufhin, dass die Mutationen 
die katalytische Aktivität kaum beeinflussen.  
 
3.3.3 Charakterisierung der CPCR-Mutanten 
3.3.3.1 Aktivität und Enantioselektivität 
 
Die CPCR-Mutanten wurden wie die native CPCR in E. coli JM109DE3 exprimiert und auch 
die IMAC-Aufreinigung wurde entsprechend durchgeführt. Abbildung 3.15 zeigt die 
spezifischen Aktivitäten der CPCR-Mutanten im Vergleich zur nativen CPCR. Auffällig ist, 
dass sich für viele Mutanten ein drastischer Aktivitätsverlust ergab. Obwohl die Mutationen 
nicht direkt im Bereich des aktiven Zentrums eingefügt wurden, scheinen zumindest einige 
der mutierten Bereiche maßgeblich an der Aufrechterhaltung der dreidimensionalen Struktur 
beteiligt zu sein. Durch die eingebrachten Mutationen kommt es offensichtlich zu größeren 
strukturellen Veränderungen, die sich auch auf die Aktivität auswirken.  
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Abbildung 3.15 Spezifische Aktivität der CPCR-Mutanten nach dem Zellaufschluss (die horizontale 
Linie markiert den Referenzwert der nativen CPCR). 
 
Für die Bindung des Cofaktors ist eine Konformationsänderung nötig, welche gewährleistet, 
dass der Cofaktor in der sogenannten Coenzymbindungsdomäne positioniert wird. Die feste 
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Bindung des Cofaktors ist die Voraussetzung für die Bindung des Substrats und daher für die 
Aktivität essentiell (Eklund und Ramaswamy, 2008). Wenn diese Umlagerung infolge 
struktureller Veränderungen durch die eingebrachten Mutationen behindert wird, ist von 
einem gravierenden Aktivitätsverlust auszugehen. In den Bereichen der Aminosäure-
positionen 78-83 und 275/276 ergaben sich für unterschiedliche Austausche zum Teil 
deutliche Aktivitätsunterschiede zwischen den einzelnen Mutanten.  
 
Besonders auffällig ist der Unterschied zwischen den Punkt- bzw. Doppelmutanten die an den 
Positionen 275 und 276 die geladene Aminosäure Lysin enthalten und der Doppelmutante 
welche an denselben Positionen die ungeladenen Aminosäuren Asparagin und Glutamin 
enthält. Während letztere sogar eine höhere Aktivität aufwies als die native CPCR, ergaben 
sich für die beiden anderen Mutanten Restaktivitäten von maximal 10 %. Dies könnte 
eventuell auf Abstoßungseffekte zurückzuführen sein, die aus elektrostatischen Interaktionen 
zwischen der geladenen Aminofunktion des Lysins und anderen, positiv geladenen Amino-
säureseitenketten resultieren können. Da sich der Bereich in der Nähe der Dimer-
Assoziationsfläche befindet, könnten auch Abstoßungsreaktionen zwischen den Monomeren 
stattfinden. Obwohl die Assoziation zum Dimer für viele Alkoholdehydrogenasen ein 
wichtiges strukturelles Merkmal ist (Eklund und Ramaswamy, 2008), liegen keine Daten 
darüber vor, ob die CPCR prinzipiell auch als Monomer aktiv ist. Im Bereich der 
Aminosäurepositionen 78-83 sind die Unterschiede nicht so ausgeprägt, jedoch lassen sich 
auch in diesem Bereich einige wichtige Zusammenhänge ableiten. Die höchste Aktivität 
besaß die Mutante CPCR-I709T,V83S. Der zusätzliche Austausch von Valin 78 gegen Serin 
führte zu einem Aktivitätsverslust von etwa 50 % und scheint daher gravierende Folgen für 
die Struktur zu haben. Dies bestätigt auch der Vergleich mit Mutante CPCR-
V78S,I79K,V83E, welche in etwa die gleiche Restaktivität zeigte wie Mutante CPCR-
V78S,I79T,V83S. Dies deutet daraufhin, dass die an den Positionen 79 und 83 eingebrachten 
Ladungen wahrscheinlich nur einen geringen zusätzlichen Einfluss auf die Aktivität haben. 
Bestätigen könnte dies jedoch nur die Untersuchung einer Mutante mit den Austauschen I79K 
und V83E. Auch an den Positionen 307/308 bzw. 222/226 scheint der Aktivitätsverlust nicht 
allein aufgrund eingebrachter Ladungen zu erfolgen. In beiden Bereichen führten sowohl 
polar ungeladene als auch geladene Aminosäurereste zu einer stark verminderten Aktivität. Es 
ist daher davon auszugehen, dass die Struktur sich insgesamt sehr stark durch die 
eingebrachten Mutationen verändert und damit ein hoher Aktivitätsverlust verbunden ist. Die 
genauen Gründe für den Aktivitätsverlust konnten jedoch mangels entsprechender 
Strukturdaten nicht geklärt werden. Für die noch aktiven Mutanten wurde auch die 
Enantioselektivität bei der Reduktion von Acetophenon untersucht. Alle Mutanten zeigten 
wie die native CPCR eine sehr hohe Selektivität (e.e.P > 99 %) für (S)-1-Phenylethanol. Dies 
zeigt, dass die grundsätzliche Geometrie im aktiven Zentrum unverändert ist und der 
Hydridtranfer zwischen NADH und Acetophenon auch in den Mutanten von der re-Seite aus 
stattfindet (Prelog, 1964). 
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3.3.3.2 CPCR-Mutanten-Lagerstabilität  in Gegenwart organischer Lösungsmittel 
 
Aufgrund der zum Teil geringen Aktivität der Mutanten, wurden nicht alle hinsichtlich ihrer 
Stabilität in Gegenwart der organischen Lösungsmittel untersucht. Auch für die Mutanten 
wurde die Stabilität sowohl im jeweils lösungsmittelgesättigten Puffer (Einphasensystem) als 
auch in den entsprechenden Zweiphasensystemen bestimmt. Die native CPCR wurde in den 
Einphasensystemen mit Cyclohexan und n-Heptan kaum inaktiviert, während sich im Ein-
phasensystem mit MTBE ein Stabilitätsverlust von etwa 30 % im Vergleich zu lösungs-
mittelfreiem Puffer ergab. Allerdings war nicht auszuschließen, dass sich dies für die 
Mutanten anders verhält, da die eingebrachten Mutationen offensichtlich zu erheblichen 
strukturellen Veränderungen führten (Kapitel 3.3.3.1).  
MTBE
0 1
n-Heptan
Relative Stabilität [-]
0 1
Cyclohexan
0 1 2
CPCR-V307K,V308K
CPCR-A275N,L276Q
CPCR-V78S,I79K,V83E
CPCR-I79T,V83S
CPCR-V78S,I79T,V83S
einphasig
zweiphasig
 
Abbildung 3.16 Lagerstabilität der CPCR-Mutanten im Zweiphasensystem mit MTBE, Cyclohexan 
bzw. n-Heptan (die vertikalen Linien kennzeichnen den Referenzwert der nativen CPCR). 
 
Tatsächlich zeigten alle untersuchten Mutanten eine geringere Stabilität gegenüber gelösten 
Lösungsmittelmolekülen als die native CPCR. Besonders auffällig war dies in den Unter-
suchungen mit Cyclohexan und n-Heptan, welche die native CPCR auf molekularer Ebene 
kaum beeinflussten. Der geringe Einfluss gelöster Cyclohexan und n-Heptanmoleküle auf die 
Stabilität der nativen CPCR wurde darauf zurückgeführt, dass die Konzentrationen dieser 
beiden Lösungsmittel in der wässrigen Phase nicht zu einer kritischen Dehydratisierung der 
CPCR-Oberfläche führen. Da die Konzentrationen in der wässrigen Phase auch in den Mes-
sungen der Stabilitätsmessungen mit den Mutanten gleich waren, ist davon auszugehen, dass 
sich die höhere Inaktivierung durch eine stärkere Interaktion zwischen den Lösungsmitteln 
und dem Protein ergab. Schon der zum Teil deutliche Aktivitätsverlust durch die meisten 
Mutationen ließ vermuten, dass die dreidimensionale Struktur der CPCR wahrscheinlich sehr 
anfällig für strukturelle Umlagerungen infolge lokaler Veränderungen ist und dass diese 
letztendlich zum Verlust der Aktivität führten. Durch diese Konformationsänderungen 
könnten sich auch neue Interaktionsmöglichkeiten für die Lösungsmittel ergeben oder die 
Struktur wird insgesamt durch die Mutationen destabilisiert, sodass die Interaktionen mit den 
Lösungsmitteln zu einer stärkeren Entfaltung führen. In diesem Zusammenhang ist zu 
vermuten, dass insbesondere hydrophobe Interaktionen begünstigt wurden, da der Stabilitäts-
verlust für die beiden unpolaren Lösungsmittel stärker war als für MTBE. In den 
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Zweiphasensystemen zeigten alle Mutanten eine deutliche Inaktivierung, wobei 
CPCR-V78S,I79K,V83E und CPCR-A307K,A308K eine geringere Stabilität als die native 
CPCR aufwiesen, während für die Mutanten CPCR-V78S,I79T,V83S, CPCR-I79T,V83S und 
CPCR-A275N,L276Q vergleichbare bzw. leicht erhöhte Halbwertszeiten gemessen wurden. 
Besonders auffallend ist, dass die Stabilität im Zweiphasensystem zum Teil erhöht war bzw. 
kaum beeinflusst wurde, während die Inaktivierung durch gelöste Lösungsmittelmoleküle 
deutlich zunahm. Dies lässt vermuten, dass die zusätzliche Inaktivierung dieser Mutanten an 
der Grenzfläche geringer ausfällt als die der nativen CPCR. Im Zweiphasensystem mit MTBE 
waren die Halbwertszeiten im Ein- und Zweiphasensystem fast identisch. Im Gegensatz dazu 
wurde die Halbwertszeit der nativen CPCR in diesem Zweiphasensystem durch die Gegen-
wart der Grenzfläche um 50 % reduziert. Dies zeigt, dass durch die Mutationen die Inakti-
vierung an der Grenzfläche zu MTBE wahrscheinlich vollständig verhindert wurde und nur 
noch die Inaktivierung durch gelöste MTBE-Moleküle stattfindet. CPCR-A307K,A308K 
bildet dabei eine Ausnahme. Hier nahm die Stabilität im Zweiphasensystem viel stärker ab als 
die Stabilität im Einphasensystem (MTBE) bzw. der Stabilitätsverlust im Ein- und 
Zweiphasensystem war vergleichbar (Cyclohexan und n-Heptan). Da sich im Zweiphasen-
system beide Effekte (molekulare Toxizität und Phasentoxizität) überlagern, deutet ein 
ähnlicher Stabilitätsverlust in beiden Systemen daraufhin, dass sich der Einfluss der Grenz-
fläche nicht verändert hat und vor allem die Inaktivierung durch gelöste Lösungsmittel-
moleküle zu einer Destabilisierung führt. Im Zweiphasensystem mit MTBE ist dagegen davon 
auszugehen, dass eine starke zusätzliche Inaktivierung an der Grenzfläche durch die einge-
brachten Mutationen bzw. daraus resultierende Strukturveränderungen erfolgte. Da die beiden 
inaktivierenden Effekte jedoch im Zweiphasensystem nicht unabhängig voneinander bewertet 
werden können und möglicherweise auf komplexe Weise zusammenwirken, sind letztendlich 
keine endgültigen Aussagen über die Auswirkungen der Einzelmechanismen möglich.  
 
Der Stabilitätsvergleich der Mutanten untereinander zeigt, dass die Mutationen bei denen 
geladene Aminosäurereste eingebracht wurden, den stärksten Stabilitätsverlust nach sich 
zogen (CPCR-V78S,I79K,V83E und CPCR-A307K,A308K). Durch zusätzliche geladene 
Gruppen können sich neue ionische Wechselwirkungen ergeben, welche die dreidimensionale 
Struktur maßgeblich beeinflussen können. Aus diesen Strukturveränderungen können sowohl 
Aktivitäts- als auch Stabilitätsverluste resultieren. Daher ist nicht auszuschließen, dass die 
Auswirkungen der geladenen Aminosäurereste nicht direkt die Stabilität beeinträchtigen, 
sondern vielmehr die Konformationsänderungen die sich durch die Mutationen ergeben. 
Bereits die deutlich niedrigere Aktivität beider Mutanten im Vergleich zur nativen CPCR 
weist auf eine gravierende strukturelle Veränderung hin. Tatsächlich wurden die höchsten 
Stabilitäten bzw. der geringste Stabilistätsverlust für die Mutanten gemessen, die auch die 
höchste Restaktivität zeigten (CPCR-I79T,V83S und CPCR-A275N,L276Q). Dies deutet 
daraufhin, dass auch die Stabilität wahrscheinlich sehr stark durch Strukturveränderungen 
infolge der Mutationen beeinflusst wird. Allerdings können sich dabei insgesamt so komplexe 
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Zusammenhänge ergeben, dass ein detaillierter Vergleich der einzelnen Mutanten ohne 
entsprechende Strukturdaten oder Modelle nicht möglich ist. Zusammenfassend ist zu sagen, 
dass durch die Mutationen bzw. die resultierende Strukturveränderung, die Inaktivierung 
durch gelöste Lösungsmittelmoleküle für alle Mutanten zunahm, während die Mutanten 
CPCR-I79T,V83S und CPCR-A275N,L276Q eine geringere zusätzliche Inaktivierung an der 
Grenzfläche erfuhren.  
 
3.3.3.3 Kinetik ausgewählter CPCR-Mutanten 
 
Für die Mutanten CPCR-I79T,V83S und CPCR-A275N,L276Q, welche sowohl eine hohe 
Restaktivität zeigten als auch eine gesteigerte Stabilität in den Zweiphasensystemen 
aufwiesen, wurde im Folgenden die Kinetik näher untersucht. Dazu wurden die kinetischen 
Konstanten für die reversible Reduktion von Acetophenon zu 1-Phenylethanol bestimmt und 
mit denen der nativen CPCR verglichen. Die Reaktion folgt einem geordneten, sequentiellen 
bi-bi Mechanismus (Peters et al., 1993a). Dabei bindet zunächst der Cofaktor im aktiven 
Zentrum. Diese Bindung ist mit einer strukturellen Umlagerung verbunden, die dazu führt, 
dass der Cofaktor fest in der dafür vorgesehenen Domäne positioniert wird. Erst dann kann 
das zweite Substrat gebunden werden, da das Nikotinamid einen Teil der Substratbindungs-
tasche bildet. Nachdem das Substrat umgesetzt wurde, wird erst das Produkt freigesetzt und 
im zweiten Schritt der oxidierte bzw. reduzierte Cofaktor. Dazu sind ähnliche strukturelle 
Umlagerungen nötig wie für die Bindung, sodass die Bindung bzw. Freisetzung des Cofaktors 
meist die geschwindigkeitsbestimmenden Schritte der Reaktion darstellen (Eklund und 
Ramaswamy, 2008, Esposito et al., 2003, Giordano et al., 1999). Für die Bestimmung der 
einzelnen Bindungskonstanten, sowie der Wechselzahlen der Hin-und Rückreaktion wurden 
Reaktionsanfangsraten gemessen, bei denen jeweils ein Substrat im Überschuss vorgelegt und 
die Konzentration des zweiten Substrats variiert wurde. Die Auswertung der erhaltenen 
Substratsättigungskurven für NADH, NAD+ und 1-Phenylethanol erfolgte durch Anpassung 
einer gewöhnlichen Michaelis-Menten Beziehung (Gleichung 3.3, Kapitel 3.3.2.3). Für 
Acetophenon konnte bei hohen Konzentrationen eine Substratinhibierung beobachtet werden, 
die durch Verwendung von Gleichung 3.5 berücksichtigt wurde. 
 
       



 ⋅++
⋅⋅=
I
mA
cat
K
SSSK
SEkv     Gleichung 3.5 
 
v bezeichnet die Reaktionsrate, kcat die Wechselzahl der Reaktion. KmA steht für die 
Bindungskonstante, KI für die Inhibierungskonstante von Acetophenon. E und S entsprechen 
den molaren Konzentrationen des Enzyms und des Substrats (Acetophenon). Abbildung 3.17 
zeigt die verschiedenen Substratsättigungskurven sowie die Anpassung der entsprechenden 
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Gleichungen. Die resultierenden Werte für die verschiedenen Konstanten können Tabelle 3.10 
entnommen werden.  
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Abbildung 3.17 Substratsättigungskurven der nativen CPCR sowie der CPCR-Varianten für die 
einzelnen Reaktionspartner der Reduktion von Acetophenon bzw. der Oxidation von 1-Phenylethanol 
(● Messdaten;  Modellanpassung). 
 
Für beide Mutanten ergaben sich sowohl für die Reduktions- als auch die Oxidationsreaktion 
höhere Wechselzahlen als für die native CPCR, wobei dieser Effekt bei der Reduktion 
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ausgeprägter war. Beide Mutanten zeigten eine geringere Affinität für NADH als die native 
CPCR. Am größten war der Unterschied bei Mutante CPCR-A275N,L276Q, für welche sich 
der Km-Wert etwa verdoppelte. Auch für Acetophenon verdoppelte sich der Km-Wert dieser 
Mutante, während der Km-Wert der Mutante CPCR-I79T,V83S in etwa dem der nativen CPCR 
entsprach. 
 
Tabelle 3.10 Ermittelte kinetische Konstanten der nativen CPCR und der ausgewählten Mutanten. 
  native CPCR I79T, V83S A275N, L276Q 
Acetophenon Km [mM] 0,128 ± 0,016 0,113 ± 0,01 0,265 ± 0,028 
 kcat [1/s] 18,552 ± 0,614 40,403 ± 1,101 67,652 ± 19,958 
 Ki [mM] 13,277 ± 2,143 8,171 ± 0,987 27,289 ± 3,822 
NADH Km [mM] 0,043 ± 0,002 0,053 ± 0,003 0,091 ± 0,002 
 kcat [1/s] 14,315 ± 0,196 33,316 ± 0,0504 74,485 ± 0,496 
1-Phenylethanol Km [mM] 0,276 ± 0,012 0,247 ± 0,013 0,186 ± 0,006 
 kcat [1/s] 47,677 ± 0,393 56,486 ± 0,622 68,593 ± 0,383 
NAD+ Km [mM] 0,077 ± 0,003 0,064 ± 0,004 0,071 ± 0,004 
 kcat [1/s] 53,877 ± 0,487 83,226 ± 0,886 74,095 ± 0,714 
 
Dieses Ergebnis steht in guter Übereinstimmung mit Mutagenese-Experimenten an anderen, 
zum Teil homologen Alkoholdehydrogenasen. Mehrfach wurde beschrieben, dass sich durch 
Strukturveränderungen infolge verschiedener Mutationen insbesondere die Affinität zum 
Cofaktor veränderte. Werden durch Mutationen die strukturellen Umlagerungen zur 
Positionierung des Cofaktors behindert, kann dieser nicht mehr so fest gebunden werden. Dies 
zeigt sich in einer geringeren Affinität (erhöhter Km-Wert), führt jedoch auch dazu, dass der 
Cofaktor schneller freigesetzt wird und die Reaktionsgeschwindigkeit zunimmt (Eklund und 
Ramaswamy, 2008, Esposito et al., 2003, Giordano et al., 1999, Fiorentino et al., 1998). 
Wenn die Bindung des Cofaktors und damit die Ausbildung der Substratbindungsstelle 
beeinflusst werden, kann sich dieses im Weiteren auch auf die Bindung des Acetophenons 
auswirken. Dies scheint vor allem für Mutante CPCR-A275N,L276Q der Fall zu sein, da auch 
die Affinität für Acetophenon stark reduziert ist. Aber auch die veränderten Bindungseigen-
schaften führen offensichtlich zur richtigen Positionierung von NADH und Acetophenon, 
sodass die Reaktion stattfindet. Auch die Verdopplung der Acetophenon-Inhibierungs-
konstanten deutet darauf hin, dass die Bindung von Acetophenon beeinträchtigt wird. Die 
Inhibierung der Mutante CPCR-I79T,V83S ist etwas niedriger als die der nativen CPCR. 
Bezieht man jedoch die Standardabweichung mit ein, ist der Unterschied nicht mehr groß. Im 
Gegensatz zu den Reaktanden der Reduktionsreaktion (Acetophenon und NADH), wiesen 
beide Mutanten eine höhere Affinität zu NAD+ und 1-Phenylethanol auf als die native CPCR, 
wobei insbesondere die Unterschiede für NAD+ viel kleiner waren als für NADH. Die 
Affinität der nativen CPCR zum oxidierten Cofaktor ist geringer als die zur reduzierten 
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Cofaktorform. Aufgrund dieses Zusammenhangs wurde sie von Peters et al. (1993a) als 
Carbonylreduktase eingruppiert. Wahrscheinlich resultiert aus der geringeren Affinität der 
Mutanten zu NADH gleichzeitig eine erhöhte Affinität zu NAD+, die im Weiteren auch die 
Bindung des Alkoholsubstrats begünstigt. Insgesamt ergeben sich aus den veränderten 
kinetischen Eigenschaften der beiden Mutanten sehr viel höhere Effektivitäten (kcat/Km) für 
beide Reaktionsrichtungen.  
 
3.3.4 Korrelation zwischen Lösungsmittel- und Temperaturstabilität 
 
Durch einige der eingebrachten Mutationen konnte sowohl für die BAL als auch für die 
CPCR eine Stabilisierung in Gegenwart verschiedener organischer Lösungsmittel erzielt 
werden. Die Wahl der zu mutierenden Aminosäurepositionen bzw. der neu eingefügten 
Aminosäurereste basierte dabei auf der häufig postulierten Annahme, dass die Stabilität von 
Proteinen unter verschiedenen Bedingungen oft auf ähnliche strukturellen Eigenschaften 
zurückgeführt werden kann (Vieille und Zeikus, 2001, Fágáin, 1995). Auch speziell die 
Korrelation von Temperaturstabilität und der Stabilität gegenüber organischen Lösungs-
mitteln wurde beschrieben (Cowan, 1997, Owusu und Cowan, 1989, Mansfeld und Ulbrich-
Hofmann, 2007). Durch die eingefügten Mutationen wurden hydrophobe Aminosäurereste an 
der Oberfläche gegen polare, zum Teil geladene Aminosäurereste ausgetauscht. Dies sollte 
zum einen die exponierte hydrophobe Oberfläche verringern und zum anderen neue nicht-
kovalente Interaktionsmöglichkeiten schaffen, die in einer erhöhten Integrität der Protein-
oberfläche resultieren sollten. Diese Veränderungen sollten prinzipiell auch eine gesteigerte 
Temperaturstabilität bewirken, da auch diese maßgeblich durch nicht-kovalente Interaktionen 
zwischen einzelnen Aminosäureresten beeinflusst wird (Vieille und Zeikus, 2001).  
 
Zur Untersuchung dieser Hypothese wurden die in dieser Arbeit generierten Mutanten der 
BAL und der CPCR auch in Lagerstabilitätsmessungen bei unterschiedlichen Temperaturen 
eingesetzt. So sollte überprüft werden, ob eine Korrelation zwischen der Temperaturstabilität 
und der Stabilität gegenüber organischen Lösungsmitteln zu beobachten ist. Abbildung 3.18 
und Abbildung 3.19 zeigen die Ergebnisse von Lagerstabilitätsmessungen, die mit allen 
Mutanten beider Enzyme bei Temperaturen von 25-70°C durchgeführt wurden. Die Be-
stimmung der Inaktivierungskonstanten bei den unterschiedlichen Temperaturen erfolgte 
durch exponentielle Anpassung der Gleichung 3.1 (Kapitel 3.1.2), die einen Zerfall erster 
Ordnung beschreibt. Aus Gründen der Übersichtlichkeit wurden die erhaltenen Halbwerts-
zeiten direkt auf die entsprechenden Daten der nativen Enzyme bezogen. 
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Abbildung 3.18 Lagerstabilitäten der BAL-Mutanten bei unterschiedlichen Temperaturen im 
Vergleich zur nativen BAL (vertikale Linie).  
 
Einige BAL-Mutanten zeigten eine deutlich höhere Temperaturstabilität als das native 
Enzym, wobei  vor allem bei höheren Temperaturen (> 40°C) eine Stabilisierung erzielt 
wurde. Bis 30°C waren die Unterschiede zwischen den Mutanten und der nativen BAL 
vergleichsweise gering bzw. ergaben sich zum Teil etwas niedrigere Stabilitäten. Für die 
Mutanten BAL-A335K,A338T,A339S und BAL-A338T,A339S wurde insgesamt die größte 
Stabilitätserhöhung verzeichnet. Sie wiesen bei 60°C bzw. 70°C eine etwa achtmal höhere 
Stabilität auf als die native BAL. Aber auch die Mutanten BAL-V175N,I176D,I177T und 
BAL-V175N,I177T zeigten im Temperaturbereich zwischen 40°C und 60°C eine deutliche 
Stabilitätssteigerung. Auffällig ist, dass die Stabilität der beiden letztgenannten Mutanten bei 
70°C wieder ähnlich gering war wie die der nativen BAL, während sich für die beiden 
anderen Mutanten bei 70°C mit die höchste Stabilisierung  ergab. Die übrigen Mutanten 
zeigten eine ähnliche (BAL-A338S,A339D) bzw. geringere Stabilität (BAL-I176D, BAL-
A362S,A363D) als die native BAL.  
 
Durch den Vergleich der Stabilitäten von Varianten, welche an denselben Positionen mutiert 
wurden, können einige Vermutungen über den Effekt verschiedener Aminosäureaustausche 
angestellt werden. So scheint der Austausch I176D zu einer Destabiliserung der BAL bei 
niedrigen Temperaturen zu führen, während sich mit steigender Temperatur eine zunehmend 
höhere relative Stabilität ergibt. Die Tendenz, dass die relative Stabilität mit steigender 
Temperatur zunimmt, stimmt daher mit den beiden anderen Mutanten in diesem Bereich 
überein. Diese beiden Mutanten zeigten allerdings bei 25°C und 30°C nur leicht geringere, bei 
Temperaturen von 40-60°C dagegen stark erhöhte Halbwertszeiten im Vergleich zur nativen 
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BAL. Eventuell kommt es durch die negative Ladung des Aspartats an dieser Stelle zu 
ungünstigen elektrostatischen Interaktionen mit umliegenden geladenen Gruppen, die mit 
steigender Temperatur jedoch weniger Auswirkungen haben. In der Kombination mit den 
Mutationen V175N und I177T, befindet sich der Aspartatrest innerhalb einer polaren 
Umgebung, sodass es anstelle von ionischen Wechselwirkungen mit entfernteren Resten, 
vielleicht zur Ausbildung einer Wasserstoffbrückenbindung kommt, welche in Mutante 
BAL-V176D aufgrund der umliegenden unpolaren Aminosäurereste nicht begünstigt ist. Im 
Bereich der Aminosäurepositionen 335-339 zeigten die Mutanten BAL-A338T,A339S und 
BAL-A335K,A338T,A339T eine deutlich höhere Temperaturstabilität (40-70°C) als die native 
BAL. Der Austausch A335K scheint dabei kaum eine Rolle zu spielen, da sich für beide 
Mutanten fast identische Ergebnisse ergaben. Daraus ist zu schließen, dass vor allem der 
Austausch der unpolaren gegen polare Gruppen zu einer Stabilitätserhöhung führte. 
Zusätzliche ionische Wechselwirkungen des Lysins finden jedoch nicht statt bzw. haben 
offensichtlich keinen weiteren stabilisierenden Einfluss. Im Vergleich dazu zeigte Mutante 
BAL-A338S,A339D eine sehr viel niedrigere Stabilität, die im Großen und Ganzen mit der 
Stabilität der nativen BAL zu vergleichen ist. Lediglich im Bereich von 40°-50°C war die 
Stabilität der Mutante höher. Besonders die negative Ladung des Aspartats könnte einen 
Einfluss auf die Stabilität haben, indem es mit umliegenden geladenen Gruppen interagiert. 
Allerdings weist der Vergleich der drei Mutanten daraufhin, dass die Wechselwirkungen die 
sich durch den Austausch A338T,A339S ergeben, offensichtlich eine stärkere Stabilisierung 
hervorrufen. Auch in diesem Fall ist nicht auszuschließen, dass durch die eingebrachte 
Ladung ionische Wechselwirkungen begünstigt werden, allerdings auf Kosten von 
Wechselwirkungen, die an sich stärker zur Stabilität beitragen. Auch die geringere Stabilität 
der Mutante BAL-A362A,A363D könnte eventuell auf einen ähnlichen Effekt zurückzuführen 
sein.  
 
Eine Korrelation scheint sich vor allem zu den Ergebnissen der Toluol-Zweiphasen-
messungen zu ergeben. Allerdings wurde vermutet, dass die erhöhte Stabilität in diesen 
Messungen darauf zurückzuführen war, dass die Mutanten bereits durch gelöste Lösungs-
mittelmoleküle so stark denaturiert wurden, dass der Kontakt zur Grenzfläche kaum zusätz-
liche Strukturveränderungen nach sich zog. In diesem Fall ist jedoch davon auszugehen, dass 
die gemessene Stabilität nicht auf die native Struktur der BAL bezogen werden kann, sondern 
auf eine partiell entfaltete Form. Korrelationen zwischen der Temperaturstabilität und den 
Stabilitäten gegenüber MTBE und 2-Oktanon scheint es nicht zu geben.  
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Abbildung 3.19 Lagerstabilitäten der CPCR-Mutanten bei unterschiedlichen Temperaturen im 
Vergleich zur nativen CPCR (vertikale Linie). 
 
Auch für die CPCR-Mutanten konnte zum Teil beobachtet werden, dass die relative Stabilität 
mit steigender Temperatur zunahm. Eine Stabilisierung im Vergleich zur nativen CPCR 
konnte nur für die Mutanten CPCR-I79T,V83S und CPCR-A275N,L276Q erzielt werden 
(Abbildung 3.19). Insbesondere CPCR-A275N,L276Q wies im Bereich von 50-70°C eine sehr 
viel höhere Stabilität auf als die native CPCR. Offensichtlich ergeben sich durch die einge-
brachten Mutationen tatsächlich stabilisierende Wechselwirkungen, die insbesondere bei 
hohen Temperaturen die Entfaltung verhindern. Der Vergleich der Mutanten CPCR-
I79T,V83S und CPCR-V78S,I79T,V83S zeigt, dass der zusätzliche Austausch an Position 78 
offensichtlich den positiven Effekt der anderen beiden Mutationen aufhebt, da diese Mutante 
etwa die gleiche Stabilität zeigte wie die native CPCR, während die Doppelmutante stabiler 
war. Aufgrund des anscheinend negativen Effekts durch den Austausch V76S, kann die 
Auswirkung der eingebrachten Ladungen an Position 79 und 83 (CPCR-V78S,I79K,V83E) 
nicht beurteilt werden. Mutante CPCR-V307K,V308K zeigte mit steigender Temperatur 
zunehmend eine geringere Stabilität als die native CPCR. Bereits die geringe Aktivität dieser 
Mutante ließ vermuten, dass mit den eingebrachten Mutationen erhebliche strukturelle Ver-
änderungen verbunden waren. Offensichtlich führen diese auch zu einer Destabilisierung.  
 
Insgesamt scheint sich eine sehr gute Korrelation zwischen den gemessenen Zweiphasen-
stabilitäten und der Temperaturtabilität zu ergeben, wobei die Stabilisierung gegenüber 
erhöhten Temperaturen höher war als gegenüber den untersuchten Lösungsmitteln. Für die 
Inaktivierung durch gelöste Cyclohexan- und n-Heptanmoleküle ergibt sich eine qualitative 
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Korrelation für den Vergleich der einzelnen Mutanten untereinander. Allerdings war die 
Stabilität aller Mutanten in den lösungsmittel-gesättigten Einphasensystemen niedriger als die 
Stabilität der CPCR, was bei der Temperaturstabilität nicht zu beobachten war. 
 
Zusammenfassend ist zu sagen, dass die Stabilität eine sehr komplexe Proteineigenschaft ist, 
die auf so vielfältige Weise von der internen Struktur sowie den Umgebungsbedingungen 
abhängt, dass keine generellen Aussagen über einzelne Einflussfaktoren getroffen werden 
können. So ergibt sich für die CPCR offensichtlich eine gute Korrelation zwischen der 
Temperaturstabilität und der Stabilität an der Grenzfläche zu organischen Lösungsmitteln. Für 
die BAL dagegen können keine eindeutigen Aussagen über eine mögliche Korrelation 
getroffen werden. Die Ergebnisse der Mutationsexperimente zeigen zudem, dass es ohne 
Strukturinformationen sehr schwierig ist, den Effekt einzelnen Mutationen auf die Aktivität 
oder Stabilität zu erklären.    
 
3.4 Messung der Prozessstabilität im Zweiphasensystem 
 
Besonders die zum Teil geringe Stabilität von Enzymen unter relevanten Prozessbedingungen 
verhindert häufig ihren technischen Einsatz und eine Stabilisierung ist meist unerlässlich. 
Verschiedenste Methoden wurden bereits zur Stabilisierung von Enzymen eingesetzt, aber es 
fällt auf, dass die Bewertung des Stabilisierungserfolgs so gut wie immer unter nicht-
reaktiven Bedingungen stattfindet (Illanes, 1999). Auch in der vorliegenden Arbeit wurde die 
Lagerstabilität zur ersten Bewertung des Stabilisierungserfolgs genutzt, da die Messung der 
Prozessstabilität ungleich komplizierter ist. Die Stabilität unter nicht-reaktiven Bedingungen 
stimmt jedoch nicht zwangsläufig mit der Stabilität unter Prozessbedingungen überein und es 
ist daher sinnvoll auch diese zu untersuchen. 
 
Am Besten kann die Prozessstabilität unter kontinuierlichen Bedingungen untersucht werden, 
da im Gegensatz zu diskontinuierlichen Messungen die Substrat- und Produktkonzentration, 
welche auch Einfluss auf die Aktivität haben, konstant gehalten werden können. Wenn sich in 
kontinuierlichen Reaktionen ein Fließgleichgewicht einstellt, sind keine Konzentrations-
änderungen für die einzelnen Reaktanden messbar, da die Reaktionsrate der Durchflussrate 
entspricht, mit der Substrate zudosiert und Produkte entfernt werden. Die Konzentrations-
verhältnisse im Fließgleichgewicht werden durch viele Faktoren beeinflusst, z. B. die 
Durchflussrate, die Substratkonzentration im Zulaufstrom und die Enzymkonzentration bzw. 
die Enzymaktivität unter den gegebenen Reaktionsbedingungen. Solange alle Parameter 
konstant gehalten werden, ändern sich die Konzentrationsverhältnisse nicht. Durch die 
Inaktivierung des Enzyms im Verlauf der Reaktion, sinkt jedoch die aktive Enzymkonzen-
tration und damit die Reaktionsrate. Dies ist anhand der Konzentrationsänderungen von 
Substraten und Produkten messbar und die Rate mit der beispielsweise die Produktkonzen-
tration abnimmt, entspricht der Inaktivierungsrate des Enzyms. In Zweiphasensystemen 
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werden die Konzentrationsverhältnisse zusätzlich von der Verteilung der Reaktanden 
zwischen den Phasen sowie ihrer Stofftransportrate über die Phasengrenzfläche beeinflusst. 
Dies führt zu einer Überlagerung der Einzelprozesse und kann die Auswertung der Reaktions-
verläufe erschweren. Da sich insgesamt sehr komplexe Zusammenhänge zwischen den 
einzelnen Einflussfaktoren ergeben, bietet es sich an, ein mathematisches Modell der 
Reaktion zu erstellen. Dabei handelt es sich um ein System verschiedener Gleichungen, 
welche die Konzentrationsänderungen von Substraten, Produkten und dem Enzym als 
Funktion der verschiedenen Einzelprozesse (Reaktion, Stofftransport, Verteilung, usw.) 
beschreibt. Ein solches Modell und die Kenntnis aller benötigten Parameterwerte bildet die 
Grundlage für die rationale Optimierung von Prozessen, da so in silico optimale Reaktions-
bedingungen festgelegt werden können (Vasic-Racki et al., 2003). Andererseits können mit 
Hilfe eines solchen Modells anhand von gemessenen Reaktionsverläufen auch einzelne 
Parameterwerte des Modells bestimmt werden (Duggleby, 2001). Ein solcher Parameter kann 
zum Beispiel der Inaktivierungskoeffizient eines Enzyms während einer Reaktion sein. Dazu 
muss lediglich eine entsprechende mathematische Beschreibung dieses Parameters im Modell 
vorhanden sein. Im Rahmen einer dynamischen Parameterschätzung wird der zu bestimmende 
Parameter mit Hilfe des Modells an den Messdaten geschätzt. Dazu werden einem entsprech-
enden Programm neben dem zugrunde liegenden mathematischen Modell sowohl die 
bekannten Parameterwerte, z. B. Phasenvolumina, Ausgangskonzentrationen, usw. als auch 
Startwerte für die zu schätzenden Parameter vorgegeben. Die Erstellung von mechanistisch 
korrekten Modellen, insbesondere die Modellierung der Enzymkinetik, ist jedoch sehr 
aufwändig und erfordert sehr fundiertes Wissen über die verschiedenen Einflussfaktoren.  
 
Wenn kein Modell der Reaktion erstellt werden kann, können anhand der sinkenden 
Produktkonzentration zumindest apparente Inaktivierungskoeffizienten bestimmt werden. Da 
in diesem Fall Effekte der Verteilung und des Stofftransports vernachlässigt, aber die gemes-
senen Konzentrationsverhältnisse durch alle Einzelprozesse beeinflusst werden, entsprechen 
die ermittelten Inaktivierungsraten in ihren absoluten Werten nicht zwangsläufig den tatsäch-
lichen Inaktivierungskonstanten des Enzyms. In der vorliegenden Arbeit sollte anhand von 
kontinuierlichen Zweiphasenreaktionen, die Prozessstabilität der nativen Enzyme mit der von 
verschiedenen Enzymvarianten verglichen werden. Unter der Annahme, dass sich der Einfluss 
der Verteilung und des Stofftransports nicht ändert solange alle Reaktionsbedingungen 
konstant gehalten werden, reichen die apparenten Inaktivierungskoeffizienten für einen 
relativen Vergleich aus.    
 
3.4.1 Entwicklung eines Reaktors für Messungen im Zweiphasensystem 
 
Für die Durchführung der kontinuierlichen Enzymreaktionen in den verschiedenen wässrig-
organischen Zweiphasensystemen, mussten zunächst ein geeigneter Messaufbau entwickelt 
werden. Da die Phasengrenzfläche bei der Untersuchung der Inaktivierung in wässrig-
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organischen Zweiphasensystemen eine große Rolle spielt, sollte für die Messung der 
Prozessstabilität in diesen Systemen ein Reaktorkonzept entwickelt werden, welches auf der 
Lewis-Zelle basiert. Diese eigenen sich besonders gut für die Charakterisierung von Zwei-
phasenreaktionen, da sie über eine konstante Grenzfläche von bekannter Größe verfügen 
(Fernandes und Cabral, 2008). Der entwicklte Messaufbau (Abbildung 3.20) ermöglicht die 
reproduzierbare Messung von Zweiphasenreaktionen in einem Maßstab von nur 10 mL 
Gesamtvolumen. Daraus resultiert ein minimaler Verbrauch an Enzym, Reaktanden und 
Lösungsmittel. Der Reaktorraum besteht aus einem temperierbaren, zylindrischen Glas-
Doppelwand-Gefäß, welches oben mit einem Metalldeckel über einen Flansch gasdicht 
verschlossen wird. Eine konstante Grenzfläche von 3,1 cm2 ergibt sich durch die Über-
schichtung der beiden nicht-mischbaren Phasen. Unabhängige und entgegen gesetzt drehende 
Rührer in beiden Phasen ermöglichen die Durchmischung unter Aufrechterhaltung einer 
stabilen Grenzfläche. Der Aufbau befindet sich auf einem Magnetrührer, welcher der 
Durchmischung der unteren Phase dient. Der Rührer der oberen Phase ist über eine Welle an 
einen Magnetrührstab innerhalb des Metalldeckels befestigt, welcher über einen zweiten 
Magnetrührer angetrieben wird. Zudem verfügt der Metalldeckel über fünf Anschluss-
möglichkeiten mit Schraubgewinden für Zu- und Ablaufleitungen, die unter anderem auch 
eine kontinuierliche Betriebsweise ermöglichen (van den Wittenboer et al., 2009). 
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Abbildung 3.20 Reaktoraufbau für Reaktionen in wässrig-organischen Zweiphasensystemen 
(Maßeinheit: mm). 
 
3.4.2 Allgemeine Beschreibung der kontinuierlichen Zweiphasenreaktionen 
 
Für die Prozessstabilitätsmessungen mit den verschiedenen Enzymvarianten wurde das 
entwickelte Reaktorsystem für kontinuierliche Messungen in unterschiedlichen Zweiphasen-
systemen verwendet. Dabei wurde die wässrige Phase im Verlauf der Reaktion jeweils 
konstant gehalten, während die Prozessführung für die organische Phase kontinuierlich war 
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(Abbildung 3.21). Das Substrat wurde in der organischen Phase vorgelegt und die Beprobung 
sowie Analyse der Substrat- und Produktkonzentrationen erfolgte im Ablauf der organischen 
Phase.  
 
O O
Organic phaseOrganische Phase
Wässrige Phase
Substrat Produkt
Substrat Produkt
BAL
CPCR
Stofftransport
Ji, Ki
Reaktion
v, caq,i
Zulauf   &   Überlauf
F, czu,i F, corg,i
Vorg
Vaq
 
 
Abbildung 3.21 Zusammenfassung der auftretenden Stoffflüsse in den verwendeten kontinuierlichen 
Reaktionssystemen der vorliegenden Arbeit (siehe auch Gleichungen 3.6-3.9). 
 
Durch den kontinuierlichen Austausch der organischen Phase unter konstanten Reaktions-
bedingungen (z. B. Durchflussrate, Substratkonzentration, usw.), sollte sich ein Fließgleich-
gewicht einstellen, in dem die gemessene Produktkonzentration proportional zur aktiven 
Enzymkonzentration ist. Dafür mussten 2 Dinge gewährleistet sein: (1) Die Reaktionsrate 
bzw. die Abnahme der Reaktionsrate sollte möglichst wenig durch Verteilungsphänomene 
zwischen den Phasen überlagert werden. Dies ist der Fall, wenn durch die Verteilung, den 
Stofftransport und die gewählte Durchflussrate sowohl eine ausreichende Substratversorgung 
in der wässrigen Phase, als auch eine effektive Extraktion des Produkts garantiert ist. (2) 
Allein die Daten aus der organischen Phase sollten die Konzentrationsänderungen infolge der 
sinkenden Reaktionsrate widerspiegeln können. Dies ist der Fall, wenn der Stofftransport 
immer schnell im Verhältnis zur Reaktionsrate ist und daher alle Substanzen quasi im 
ständigen Phasengleichgewicht vorliegen. Über eine Kalkulation kann so anhand der Daten 
aus der organischen Phase auf die Gesamtkonzentrationen im System geschlossen werden. Ist 
der Stofffluss über die Grenzfläche kleiner als der Stofffluss der sich durch die Reaktion 
ergibt, kann nicht allein die Analyse der organischen Phase zur Auswertung des Reaktions-
verlaufs dienen und eine gesonderte Quantifizierung der Konzentrationsverhältnisse in der 
wässrigen Phase wäre unabdingbar. Bei sehr schnellen Enzymreaktionen im Verhältnis zum 
Stofftransport könnte es zudem zu einer Substratlimitierung oder - sofern relevant - zu einer 
Produktinhibierung bzw. Begünstigung der Rückreaktion (bei reversiblen Systemen) 
kommen, da die Extraktion zu langsam ist. In Reaktionssystemen mit kaum wasserlöslichen 
Produkten, kann es zudem zum Ausfallen des Produkts in der wässrigen Phase kommen. 
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Insgesamt wird deutlich, dass die einzelnen Stoffflüsse bzw. die Parameter, welche sie 
beschreiben, bekannt sein müssen, um geeignete Reaktionsbedingungen festlegen zu können. 
Im Folgenden soll nun zunächst zusammengefasst werden, welche mathematischen 
Zusammenhänge sich für die Konzentrationsverhältnisse von Substraten und Produkten in 
beiden Phasen ergeben.  
 
Es wurde davon ausgegangen, dass Enzyme und Cofaktoren nur in der wässrigen Phase 
löslich sind und daher auch nur dort die Reaktion stattfindet, außerdem wurden beide Phasen 
als ideal durchmischt angesehen. Im kontinuierlichen Betrieb wird zusätzlich organische 
Phase zu- und abgeführt. Es ergeben sich damit folgende Stoffbilanzen für den Reaktanden i 
in der wässrigen (caq,i) und der organischen (corg,i) Phase: 
      vx
V
J
dt
dc
i
aq
iiaq ⋅−−=,                Gleichung 3.6 
     
org
iorgizu
org
iiorg
V
Fcc
V
J
dt
dc ⋅−+= )( ,,,    Gleichung 3.7 
 
v steht für die Reaktionsrate und xi für den Stöchiometriekoeffizienten von i in der Reaktion. 
Ji bezeichnet den Stofftransport von i über die Phasengrenzfläche, czu,i steht für die 
Konzentration von i im Zulaufvolumenstrom F. Vaq und Vorg stehen für die Volumina beider 
Phasen, welche im verwendeten System jeweils konstant 5 mL betrugen. 
 
Der kinetische Mechanismus sowie die entsprechenden Parameter ergeben sich individuell für 
die einzelnen Enzyme. Da dies an anderer Stelle behandelt wird, soll hier nicht näher darauf 
eingegangen werden. Der Stofftransport Ji über die Phasengrenzfläche ergibt sich aus dem 
Stofftransportkoeffizienten kji von i, der Phasengrenzfläche a und durch das Konzentrations-
gefälle von i zwischen den Phasen, welches die treibende Kraft für den Stoffstrom darstellt. 
Mathematisch ergibt sich folgender Zusammenhang 
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wobei caq,i bzw. corg,i die molare Konzentration von i in der wässrigen bzw. organischen Phase 
bezeichnet und Ki dem Verteilungskoeffizienten von i entspricht, welcher sich aus den 
molaren Konzentrationen von i in einem Zweiphasensystem im thermodynamischen 
Verteilungsgleichgewicht ergibt 
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Mit Hilfe der vorgestellten Gleichungen, sowie entsprechenden Gleichungen für die 
Reaktionsrate des verwendeten Enzyms, kann das Gesamtmodell einer Zweiphasenreaktion 
erstellt werden, mit dem Reaktionsverläufe simuliert und ausgewertet werden können. Für die 
BAL konnte auf Grundlage des kinetischen Modells von Zavrel et al. (2008) ein solches 
Gesamtmodell für die Zweiphasenreaktionen entwickelt werden. Für das CPCR-System 
wurde mangels eines entsprechenden kinetischen Modells eine vereinfachte Strategie zur 
Wahl der Reaktionsbedingungen und zur Beurteilung der Prozessstabilität verfolgt, die jedoch 
auch auf den hier dargestellten mathematischen Zusammenhängen basierte. Zunächst erfolgte 
für beide Reaktionssysteme (BAL und CPCR) die Charakterisierung der Verteilung und des 
Stofftransports in allen verwendeten Zweiphasensystemen.  
 
3.4.3 Verteilung und Stofftransport in unterschiedlichen Zweiphasensystemen 
3.4.3.1 Verteilungskoeffizienten von Substraten und Produkten 
 
Die Bestimmung der Verteilungkoeffizienten Ki erfolgte für alle Substanzen in separaten 
Experimenten. Es wurde davon ausgegangen, dass Puffersalze nur in der wässrigen Phase 
verbleiben und sich demnach nur die Substrate und Produkte zwischen den beiden Phasen 
verteilen.  
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Abbildung 3.22 Verteilung der Substrate 2-Furaldehyd (FA) und Acetophenon (AP) in verschiedenen 
wässrig-organischen Zweiphasensystemen. 
 
In Abbildung 3.22 ist exemplarisch die Verteilung der Substrate 2-Furaldehyd und 
Acetophenon in den verwendeten Zweiphasensystemen dargestellt. Für alle Reaktanden ergab 
sich ein linearer Zusammenhang für die Verteilung im untersuchten Konzentrationsbereich, 
die Standardabweichungen der bestimmten Verteilungskoeffizienten betrugen in den meisten 
Fällen weniger als 3 % (Tabelle 3.11 - Tabelle 3.12). Sowohl 2-Furaldehyd als auch 
2,2’-Furoin verteilen sich vornehmlich in die organische Phase, wobei sich für das hydro-
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phobere Produkt jeweils ein ungefähr doppelt zu hoher Verteilungskoeffizient ergibt wie für 
das Substrat. Mit 2-Oktanon als organische Phase ergeben sich für beide Reaktanden etwa 
doppelt so hohe Verteilungskoeffizienten wie mit MTBE oder Toluol.  
 
Tabelle 3.11 Verteilungskoeffizienten aller beteiligten BAL-Reaktanden in Zweiphasensystemen mit 
MTBE, 2-Oktanon und Toluol. 
Lösungsmittel Substanz Verteilungskoeffizient Ki [-] 
2-Furaldehyd 3,33 ± 0,04 
MTBE 
2,2’-Furoin 8,96 ± 0,09 
2-Furaldehyd 4,36 ± 0,08 
Toluol 
2,2’-Furoin 8,46 ± 0,12 
2-Furaldehyd 8,56 ± 0,11 
2-Oktanon 
2,2’-Furoin 17,99 ± 0,20 
 
Es ist auf jeden Fall für alle drei Lösungsmittel eine effektive Extraktion des Produkts in die 
organische Phase zu erwarten. Durch Kenntnis der Substrat-Verteilungsgleichgewichte kann 
eine ausreichend hohe Substratkonzentration in der organischen Phase gewählt werden, 
sodass eine gute Substratversorgung in der wässrigen Phase gewährleistet ist. Für die 
chemisch modifizierten BAL-Varianten wurde auch die Verteilung in Gegenwart der 
PEGylierten Proteine untersucht, da diese aufgrund ihres amphiphilen Charakters die 
Verteilung der Reaktanden beeinflussen könnten (Tabelle 3.12). 
 
Tabelle 3.12 Verteilung von 2-Furaldehyd und 2,2’-Furoin in Gegenwart von inaktiver, mPEGylierter 
BAL und ohne mPEG-BAL in den unterschiedlichen Zweiphasensystemen. 
Verteilungskoeffizient Ki [-] 
Lösungsmittel Substanz 
ohne mPEG-BAL mPEG750 mPEG2000 
2-Furaldehyd 3,33 ± 0,04 3,44 ± 0,05 5,96 ± 0,12 
MTBE 
2,2’-Furoin 8,96 ± 0,09 9,94 ± 0,26 15,38 ± 1,73 
2-Furaldehyd 4,36 ± 0,08 4,75 ± 0,06 4,93 ± 0,22 
Toluol 
2,2’-Furoin 8,46 ± 0,12 7,82 ± 0,30 9,34 ± 0,52 
2-Furaldehyd 8,56 ± 0,11 8,29 ± 0,06 7,66 ± 0,25 
2-Oktanon 
2,2’-Furoin 17,99 ± 0,20 14,46 ± 0,21 23,28 ± 2,22 
 
Es ergaben sich tatsächlich zum Teil veränderte Verteilungskoeffizienten für 2-Furaldehyd 
und 2,2-Furoin. Dabei fallen mehrere Dinge auf: (1) die Unterschiede sind je nach Lösungs-
mittel unterschiedlich stark ausgeprägt. Dies war zu vermuten, da die Interaktionen zwischen 
den amphiphilen mPEG-Ketten und den Lösungsmitteln auch maßgeblich durch Eigen-
schaften des Lösungsmittels beeinflusst werden. (2) Die Verteilung von 2,2’-Furoin scheint 
stärker durch die mPEG-Ketten beeinflusst zu werden, als die von 2-Furaldehyd. Dies könnte 
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darauf zurückzuführen sein, dass 2,2-Furoin hydrophober als 2-Furaldehyd ist und sich seine 
Löslichkeit in der wässrigen Phase durch die mPEG-BAL Moleküle stärker verändert. 
Allerdings würde man dann einen geringeren Verteilungskoeffizienten erwarten, was für die 
mPEG750-Variante auch zutrifft, jedoch nicht für die mPEG2000-Variante. (3) Die mPEG2000-
BAL Variante scheint insgesamt die Verteilung stärker zu beeinflussen, fast für alle 
untersuchten Kombinationen ist der Verteilungskoeffizient erhöht. Dies ist vielleicht auf die 
sehr viel längeren mPEG-Ketten zurückzuführen, die dazu führen könnten, dass sich speziell 
diese Varianten verstärkt im Bereich der Grenzfläche befinden und sich so ein ausgeprägtes 
Konzentrationsgefälle innerhalb der wässrigen Phase ergibt, welches bei Ermittlung der 
Konzentrationen in der Bulk-Phase nicht erfasst werden kann. Zudem könnte es sein, dass die 
mPEG-Ketten durch die Grenzfläche hindurch in die organische Phase reichen und auch dort 
Interaktionen mit den 2,2’-Furoinmolekülen eingehen können. Zusammenfassend lässt sich 
sagen, dass die Verteilung aufgrund verschiedener Phänomene durch die Anwesenheit der 
mPEG-BAL beeinflusst wird und es auf jeden Fall nötig ist, die Verteilungskoeffizienten 
gesondert zu ermitteln. Es zeigt sich jedoch auch, dass sich durch die mPEG-BAL 
Konzentrationsgefälle innerhalb der wässrigen Phase ergeben könnten, welche die Inter-
aktionen zwischen BAL und Grenzfläche beeinflussen und zudem eine Auswertung der 
Zweiphasenreaktionen eventuell erschweren könnten.  
 
Tabelle 3.13 Verteilungskoeffizienten aller beteiligten CPCR-Reaktanden in Zweiphasensystemen mit 
MTBE, Cyclohexan und n-Heptan. 
Verteilungskoeffizient Ki [-] 
Lösungsmittel Substanz 
ohne IPA 5 % IPA 10 % IPA 
Acetophenon 69,78 ± 1,35 17,76 ± 0,34 15,45 ± 0,68 
1-Phenylethanol 23,01 ± 0,31 16,26 ± 0,25 16,25 ± 0,35 
Isopropanol 0,53 ± 0,01 - - MTBE 
Aceton 0,58 ± 0,02 - - 
Acetophenon 20,09 ± 0,15 5,03 ± 0,07 5,31 ± 0,06 
1-Phenylethanol 0,80 ± 0,01 0,66 ± 0,01 0,62 ± 0,03 
Isopropanol 0,03 ± 0,004 - - Heptan 
Aceton 0,12 ± 0,003 - - 
Acetophenon 19,26 ± 0,18 7,25 ± 0,11 6,28 ± 0,07 
1-Phenylethanol 0,58 ± 0,01 1,01 ± 0,01 1,05 ± 0,01 
Isopropanol 0,04 ± 0,002 - - Cyclohexan 
Aceton 0,13 ± 0,01 - - 
 
Da Isopropanol als Substrat für die Cofaktorregenerierung in recht hohen Konzentrationen 
(10 % v/v) in den Reaktionen eingesetzt werden sollte und somit auch als Cosolvens 
betrachtet werden kann, wurde die Verteilung von Acetophenon und 1-Phenylethanol zusätz-
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lich in Gegenwart von 5 % und 10 % (v/v) Isopropanol bestimmt. Es zeigte sich, dass durch 
die Anwesenheit von Isopropanol die Verteilung von Acetophenon und 1-Phenylethanol 
beeinflusst wurde, wobei sich für 5 % und 10 % Isopropanol für beide Reaktanden im Prinzip 
die gleichen Koeffizienten ergaben. Verhältnismäßig kleine Änderungen der Isopropanol-
konzentration beeinflussen die Verteilung also nur geringfügig und können somit vernach-
lässigt werden. Mit allen Lösungsmitteln ergibt sich nach Zugabe von Isopropanol ein 
erniedrigter Verteilungskoeffizient für Acetophenon, was vorteilhaft ist, da so eine gute 
Substratversorgung in der wässrigen Phase schon bei niedrigeren Konzentrationen gewähr-
leistet ist. In den Zweiphasensystemen mit MTBE und Heptan ergibt sich auch für 
1-Phenylethanol ein verringerter Verteilungskoeffizient, im System mit Cyclohexan ist der 
Verteilungskoeffizient erhöht. Die niedrigen Verteilungskoeffizienten für 1-Phenylethanol in 
den Zweiphasensystemen mit Heptan und Cyclohexan zeigen, dass diese Lösungsmittel ein 
schlechtes Extraktionsvermögen besitzen und daher weniger geeignet sind. Allerdings stand 
in der vorliegenden Arbeit nicht die Wahl eines geeigneten Lösungsmittels im Vordergrund, 
sondern die exemplarische Untersuchung der Enzymstabilität in Gegenwart ausgewählter 
Lösungsmittel. Auch die Verteilung der Reaktanden für die Cofaktorregenerierung führt zu 
hohen Konzentrationen beider Substanzen in der wässrigen Phase. Während dies zum einen 
gewährleistet, dass immer genug Isopropanol als Cosubstrat zur Verfügung steht, kann nicht 
ausgeschlossen werden, dass eine Akkumulation des Nebenprodukts Aceton in der wässrigen 
Phase die Stabilität des Enzyms beeinträchtigen könnte. Für Isopropanol konnte gezeigt 
werden, dass es in einer Konzentration von 10 % (v/v) keinen Einfluss auf die Aktivität der 
CPCR hat (Peters et al., 1993b, Bhattacharjee, 2006). 
 
3.4.3.2 Stofftransportkoeffizienten von Substraten und Produkten 
  
Nachdem die Verteilungsgleichwichte aller Reaktanden in den verwendeten Zweiphasen-
systemen ermittelt wurden, sollten die entsprechenden Stofftransportkoeffizienten bestimmt 
werden. Die Stofftransportmessungen wurden wie die späteren Zweiphasenreaktionen im 
kontinuierlichen Betrieb in Bezug auf die organische Phase durchgeführt, während die 
wässrige Phase im Verlauf der Reaktion nicht ausgetauscht wurde und konstant blieb. Die zu 
untersuchenden Substanzen (2-Furaldehyd, 2,2’-Furoin, Acetophenon und 1-Phenylethanol) 
wurden jeweils einzeln zu Beginn der Messung in der wässrigen Phase vorgelegt und durch 
Probennahme aus dem organischen Überlauf die Extraktion verfolgt. Aus den gemessenen 
Daten wurden durch Parameterschätzung mit der Software gProms die Stofftransport-
koeffizienten für alle Reaktanden ermittelt (Tabelle 3.14). Das angewendete Modell für die 
Parameterschätzung entsprach dem in Kapitel 3.4.1 beschriebenen Gleichungssystem, wobei 
in der Stoffbilanzgleichung für die wässrige Phase (Gleichung 3.6) die Reaktionsrate entfiel, 
da die Enzymkonzentration gleich 0 gesetzt wurde.  
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Abbildung 3.23 Stofftransport von 2-Furaldehyd (FA) und 2,2’-Furoin (FO) im Zweiphasensystem 
mit 2-Oktanon als organische Phase (● Messdaten;  Modellanpassung). 
 
Die Durchmischung beider Phasen hat einen wesentlichen Einfluss auf den Stofftransport, da 
die Dicke der Grenzschicht maßgeblich durch die Rührleistung beeinflusst wird. Daher wurde 
für alle Messungen eine konstante Drehzahl in der wässrigen Phase eingestellt und die 
Drehzahl des oberen Rührers je nach verwendetem Lösungsmittel so angepasst, dass sich 
noch eine stabile Grenzfläche ergab. Diese Einstellung wurde dann für alle Messungen 
konstant gehalten. Abbildung 3.23 zeigt exemplarisch den Messverlauf für den Stofftransport 
von 2-Furaldehyd und 2,2’-Furoin im Zweiphasensystem 2-Oktanon/ Puffer, sowie das 
Ergebnis der Parameterschätzung. Zu Beginn des Experiments wirkt sich aufgrund des großen 
Konzentrationsgefälles zwischen den beiden Phasen vor allem der Stofftransport auf die 
Konzentrationsverhältnisse aus. Im weiteren Verlauf werden diese dann immer stärker durch 
die Einstellung des thermodynamischen Verteilungsgleichgewichts zwischen den Phasen 
beeinflusst. Durch den kontinuierlichen Austausch der organischen Phase wird die Substanz 
langsam aus dem System entfernt, sodass im zweiten Teil der Kurve die Konzentration in der 
organischen Phase wieder abnimmt. Es zeigte sich, dass in allen Phasen des Experiments die 
Anpassung des Zweiphasenmodells sehr gut war, was darauf hindeutet, dass die 
Stofftransportkoeffizienten sicher bestimmt werden konnten und dass auch die separat 
bestimmten Verteilungskoeffizienten korrekt waren. Alle Stofftransportkoeffizienten liegen in 
derselben Größenordnung. Für die Reaktanden des BAL-Systems ergeben sich in allen 
Zweiphasensystemen für das Substrat höhere Stofftransportkoeffizienten als für das Produkt. 
Dies kann auf die geringere Molekülgröße des Substrats zurückgeführt werden. Da der 
Größenunterschied zwischen Acetophenon und 1-Phenylethanol lediglich ein Wasserstoff-
atom ausmacht, kann dieser kaum für die unterschiedlichen Stofftransportkoeffizienten dieser 
beiden Substanzen verantwortlich sein. Diese scheinen vor allem mit den ermittelten 
Verteilungskoeffizienten zu korrelieren. Das deutet darauf hin, dass es sich hier wahr-
scheinlich um ein Messartefakt handelt, welches sich durch die großen Unterschiede im 
Konzentrationsgefälle und damit im gemessenen Stofffluss für die Grenzfläche ergibt. In den 
reaktiven CPCR-Zweiphasensystemen könnten die Stofftransportkoeffizienten durch die 
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Anwesenheit von Isopropanol noch erhöht werden, da durch das Cosolvens die Grenzschicht 
wahrscheinlich dünner wird. 
 
Tabelle 3.14 Durch Parameterschätzung bestimmte Stofftransportkoeffizienten von 2-Furaldehyd, 
2,2’-Furoin, Acetophenon und 1-Phenylethanol in allen verwendeten Zweiphasensystemen. 
 Lösungsmittel Substanz Stofftransportkoeffizient kji [dm ⋅ s-1] 
2-Furaldehyd (2,826 ± 0,001) ⋅ 10-4 
MTBE 
2,2’-Furoin (2,116 ± 0,066) ⋅ 10-4 
2-Furaldehyd (2,283 ± 0,001) ⋅ 10-4 
Toluol 
2,2’-Furoin (1,706 ± 0,040) ⋅ 10-4 
2-Furaldehyd (2,307 ± 0,001) ⋅ 10-4 
BA
L 
2-Oktanon 
2,2’-Furoin (1,774 ± 0,031) ⋅ 10-4 
Acetophenon (3,553 ± 0,003) ⋅ 10-4 
MTBE 
1-Phenylethanol (6,511 ± 0,030) ⋅ 10-4 
Acetophenon (1,728 ± 0,004) ⋅ 10-4 
Heptan 
1-Phenylethanol (1,242 ± 0,010) ⋅ 10-4 
Acetophenon (1,585 ± 0,007) ⋅ 10-4 
C
PC
R
 
Cyclohexan 
1-Phenylethanol (1,785 ± 0,020) ⋅ 10-4 
 
In den folgenden Kapiteln wurden die ermittelten Parameter für die Verteilung und den 
Stofftransport zunächst den entsprechenden Daten der enzymatischen Aktivität gegenüber 
gestellt, um Reaktionsbedingungen festzulegen, die sich für die Beurteilung der Enzym-
stabilität eignen. Zwei Kriterien sollten dabei erfüllt werden: (1) eine ausreichende Substrat-
versorgung in der wässrigen Phase, sodass die gemessene Aktivität unabhängig von der 
Substratkonzentration ist und (2) eine langsame Reaktion im Vergleich zum Stofftransport 
des Produkts, sodass der Reaktionsverlauf auch anhand der Daten aus der organischen Phase 
bewertet werden kann. Als zu variierende Parameter kamen die Substratkonzentration in der 
organischen Phase, die Enzymkonzentration und die Durchflussrate in Betracht.  
 
3.4.4 Kontinuierliche BAL-Reaktion in verschiedenen Zweiphasensystemen 
3.4.4.1 Mathematisches Modell der BAL-Zweiphasenreaktion 
 
Mit Hilfe der in Kapitel 3.4.1 vorgestellten Gleichungen und dem von Zavrel et al. (2008) 
entwickelten kinetischen Modell wurde ein Gesamtmodell für die BAL-katalysierte 
Furoinkondensation im Zweiphasensystem entwickelt. Dieses sollte zur Festlegung geeigneter 
Reaktionsbedingungen sowie zur Auswertung von gemessenen Reaktionsverläufen in den 
unterschiedlichen Zweiphasensystemen und damit letztendlich zur Bewertung der BAL-
Stabilität dienen. Alle verwendeten kinetischen Gleichungen sind in Kapitel 5 zusammen-
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gefasst. Auf die Herleitung dieser Zusammenhänge soll an dieser Stelle nicht näher einge-
gangen werden, da sie der entsprechenden Veröffentlichung von Zavrel et al. entnommen 
werden können. Zusätzlich zu den dort vorgestellten Gleichungen wurde die Enzym-
inaktivierung durch Addition folgender Gleichung berücksichtigt 
 
      Ek
dt
dE
d ⋅−=                Gleichung 3.10 
 
wobei kd den Inaktivierungskoeffizienten des Enzyms bezeichnet. Dieser Parameter sollte 
letztendlich auch anhand der Reaktionsverläufe in den Zweiphasensystemen geschätzt 
werden. Insgesamt kann die Kinetik der BAL anhand vier unabhängiger Parameter bestimmt 
werden. Alle anderen Parameter lassen sich mit Hilfe des kinetischen Modells daraus ableiten. 
Diese vier zu bestimmenden Parameter wurden mittels Parameterschätzung an mehreren 
Verlaufskurven von Reaktionen im wässrigen Einphasensystem ermittelt. Als zu schätzende 
Parameter wurden wie in der Veröffentlichung (Zavrel et al., 2008) kcat, KmA, KmB und Keq 
ausgewählt. Als Startwerte für die Parameterschätzung dienten die Werte aus den Messungen 
der Reaktionsanfangsraten (Kapitel 3.3.2.3). Dies von Vasic-Racki et al. (2003) empfohlene 
Vorgehen hat den Vorteil, dass durch die Vorgabe von mechanistisch sinnvollen Startwerten, 
die Bestimmung der tatsächlichen Parameterwerte wahrscheinlicher ist. 
 
Eine Besonderheit bei den Messungen im Einphasensystem ergab sich durch die auftretende 
Oxidation des Furoins zum Diketon durch den Luftsauerstoff (siehe Kapitel 3.3.2.3). Im 
Zweiphasenreaktor sollte diese Oxidation aufgrund der ständigen Begasung mit Stickstoff 
zwar nicht auftreten, bei den Messungen im Einphasensystem musste das Nebenprodukt 
jedoch berücksichtigt werden. Dies erfolgte durch Hinzufügen der Gleichung 
 
      Pk
dt
dQ
dP ⋅=                Gleichung 3.11 
 
wobei Q bzw. P den molaren Konzentrationen des Diketons bzw. des 2,2’-Furoins 
entsprechen und kdP die Oxidationsrate des 2,2’-Furoins bezeichnet. Für die Stoffbilanz von 
2,2’-Furoin wurde dieser Zusammenhang entsprechend mit negativem Vorzeichen berück-
sichtigt. In gesonderten Messungen wurde für kdP ein Wert von 1,2 ⋅ 10-5 min-1 ermittelt 
(0,05 M Kaliumphosphatpuffer; pH 8; 25°C) und als Parameterwert im Modell angegeben. Da 
schon beim Lösen des 2,2’-Furoins eine sehr starke Oxidation stattfand bzw. schon im 
Ausgangspräparat sehr viel des Oxidationsprodukts vorlag, lag es in den Messungen der 
Rückreaktion in großen Mengen vor (11 ± 1 %). Es war daher auch nicht möglich Vergleichs-
messungen ganz ohne Diketon durchzuführen und es konnte nicht geklärt werden, ob es einen 
Einfluss auf die Kinetik der Reaktion hat, beispielsweise als Inhibitor wirken kann. Eine 
entsprechende Berücksichtigung im Modell gab es daher nicht.  
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Abbildung 3.24 Modellanpassung () an Verlaufskurven () der BAL-Reaktion im Einphasen-
system zur Parameterschätzung der kinetischen Konstanten und des Inaktivierungskoeffizienten. 
 
Abbildung 3.24 zeigt das Ergebnis der Parameterschätzung anhand von 6 ausgewählten 
Verlaufskurven. Die Anpassung an die Verlaufskurven war recht gut und die ausgewählten 
kinetischen Konstanten, sowie der Inaktivierungskoeffizient der BAL konnten ermittelt 
werden (Tabelle 3.15).  
 
Tabelle 3.15 Ermittelte Parameterwerte der kinetischen Konstanten der BAL aus der Schätzung 
anhand von Verlaufskurven und aus Reaktionsanfangsratenmessungen. 
Parameter Verlaufskurven Reaktionsanfangsraten 
kcat 10,428 ± 0,504 s-1 10,31 ± 1,15 s-1 
KmA 0,605 ± 0,052 mM 0,254 ± 0,26 mM 
KmB 0,625 ± 0,053 mM 0,631 ± 0,09 mM 
Keq 13,987 ± 0,070 mM-1 - 
kd (3,284 ± 0,002) ⋅ 10-4 s-1 - 
 
Die ermittelten Werte für kcat und KmB stimmten gut mit den Werten aus den Messungen der 
Reaktionsanfangsraten überein. KmA ließ sich bei den Reaktionsanfangsratenmessungen nicht 
eindeutig bestimmen, die Standardabweichung war etwa genauso groß wie der bestimmte 
Wert. Der anhand der Verlaufskurven ermittelte Wert für KmA liegt sehr viel höher. Die Un-
sicherheiten bei der Bestimmung dieses Parameters sind auf den Mechanismus der Reaktion 
zurückzuführen, da die beiden Substratmoleküle A und B identisch sind. Obwohl im Modell 
für Molekül A und B jeweils eigene Km-Werte berücksichtigt wurden, ergeben sich für beide 
Moleküle im gesamten Reaktionsverlauf die gleichen Konzentrationen und eine Unter-
scheidung ist daher sehr schwierig. Dies zeigt sich auch in der Korrelationsmatrix (Tabelle 
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3.16), welche anzeigt wie stark zwei Parameter korreliert sind. Ergeben sich Werte nahe 1 
bzw. -1, sind die Parameter so stark korreliert, dass sie nicht unabhängig voneinander 
bestimmt werden können. Auch zwischen den beiden Km-Werten und kcat ergaben sich jeweils 
recht starke Korrelationen, was auf die Unsicherheiten bei der Bestimmung der Km-Werte 
zurückzuführen ist. 
 
Tabelle 3.16 Korrelationsmatrix der Parameterschätzung zur Bestimmung der kinetischen Konstanten 
der BAL anhand von Verlaufskurven. 
 kcat KmA KmB Keq kd 
kcat 1     
KmA 0,869 1    
KmB 0,866 1 1   
Keq -0,454 -0,549 -0,55 1  
kd 0,2 0,299 0,301 -0,0746 1 
 
Für Keq ergaben sich keine besonders starken Korrelationen zu den anderen bestimmten 
Parametern. Allerdings erscheint der Wert von 13,987 hoch im Vergleich zur Gleich-
gewichtskonstanten des 3,5-Dimethoxybenzaldehyd/ 3,3’,5,5’-Tetramethoxybenzoin-Systems 
(Keq = 3,989, Zavrel et al., 2008). Eine gesonderte Überprüfung der Gleichgewichts-
konstanten für das 2-Furaldehyd/2,2’-Furoin-System war jedoch nicht möglich, da nur für das 
Substrat 2-Furaldehyd Daten für die Standardbildungsenthalpie gefunden wurden. Eine 
mögliche Erklärung für eine Erhöhung der Gleichgewichtskonstanten könnte die Oxidation 
von 2,2’-Furoin zum Diketon sein, die dazu führt dass stetig Produkt aus dem Gleichgewicht 
entzogen wird. Allerdings ist die Oxidationsrate viel zu niedrig, als dass allein die Oxidation 
zum Diketon für die hohe Gleichgewichtskonstante verantwortlich sein könnte. 
 
Letztendlich war die Anpassung des Modells an die Verlaufskurven gut und die 
Parameterwerte konnten bestimmt werden. Nachdem nun sowohl für die Enzymkinetik, als 
auch für die Verteilung und den Stofftransport die Parameterwerte ermittelt wurden, sollte das 
Gesamtmodell dazu dienen geeignete Reaktionsbedingungen für die Zweiphasenreaktionen 
festzulegen. Dies erfolgte durch Simulationen, in denen die Parameter Enzym- und 
Substratkonzentration sowie die Durchflussrate der organischen Phase variiert wurden. So 
sollte festgestellt werden, unter welchen Bedingungen die Abnahme der Produktkonzentration 
in der organischen Phase proportional zur Inaktivierung ist. Da die wässrige Phase konstant 
gehalten werden sollte, wurden nur aus der organischen Phase Proben genommen.  Damit aus 
den Konzentrationsverhältnissen in der organischen Phase die Gesamtkonzentrationen berech-
net werden können, sollte vor allem gewährleistet sein, dass der Stofftransport schnell im 
Vergleich zur Reaktion ist. Zudem sollte die Reaktionszeit kurz sein, sodass die Inaktivierung 
möglichst schnell sichtbar wird. Die Simulationen ergaben, dass die Zweiphasenreaktionen 
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mit 20 µg/mL BAL in der wässrigen Phase, 100 mM 2-Furaldehyd in der organischen Phase 
und mit einer Durchflussrate von 3,6 mL/h (τ = 1,8 h) durchgeführt werden sollten. 
 
3.4.4.2 Prozessstabilität der nativen BAL im Zweiphasensystem 
 
Die in der Simulation ermittelten Reaktionsbedingungen wurden nun in verschiedenen 
Zweiphasenreaktionen mit der BAL angewendet. Die Quantifizierung der Reaktanden fand 
im Überlauf der organischen Phase statt und die mittels gaschromatographischer Analyse 
ermittelten Konzentrationen von 2-Furaldehyd und 2,2’-Furoin dienten als Datengrundlage 
für die Auswertung des Reaktionsverlaufs mit dem entwickelten Zweiphasenmodell. In allen 
Proben konnten auch geringe Mengen Diketon nachgewiesen werden. Da davon ausgegangen 
wurde, dass die Oxidation nicht innerhalb des Systems, welches kontinuierlich mit Stickstoff 
begast wurde stattfand, sondern erst im weiteren Verlauf der Probenlagerung und Analyse, 
wurde das Diketon quantifiziert und zur Furoinkonzentration addiert. Abbildung 3.25 zeigt 
die Reaktionsverläufe von Zweiphasenreaktionen mit MTBE, 2-Oktanon und Toluol als 
organische Phase, sowie die Anpassung des Zweiphasenmodells.   
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Abbildung 3.25 Messdaten (● 2-Furaldehyd (FA); ● 2,2’-Furoin (FO)) und Modellanpassung () 
der BAL-Zweiphasenreaktionen mit MTBE, 2-Oktanon und Toluol als organischer Phase.  
 
Für den Verlauf der Substratkonzentration scheint die Vorhersage trotz der zum Teil großen 
Schwankungen der Messdaten gut zu passen. Allerdings ist die Konzentration insgesamt so 
hoch und die zu erwartenden Änderungen durch die Reaktion so klein, dass dieser Parameter 
nicht sehr aussagekräftig ist. Die Anpassung des Modells an den Verlauf der Produkt-
konzentration war für alle Lösungsmittel schlecht. Die vorhergesagte Produktkonzentration 
war immer sehr viel niedriger als die tatsächlich gemessenen Werte. Grundlegende Fehler im 
Modell als Ursache für die schlechte Anpassung sind unwahrscheinlich, da das Kinetik-
Modell bereits in anderen Untersuchungen verifiziert wurde (Zavrel et al., 2008, Schmidt, 
2008) und die Modellierung der Verteilung und des Stofftransports gängigen Modellen 
entspricht (Willeman et al., 2002a, Willeman et al., 2002b, Baldascini et al., 2001). Es ist 
eher davon auszugehen, dass falsche Parameterwerte verwendet wurden. Da nur Daten aus 
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der organischen Phase vorlagen, konnte nicht geklärt werden ob für die Reaktion und/oder für 
die Verteilung bzw. den Stofftransport fehlerhafte Parameterwerte vorgegeben wurden. 
Möglicherweise falsche Werte durch Parameterschätzung direkt an den Reaktionsverläufen zu 
identifizieren ist nicht sinnvoll, da sich vor allem der geschwindigkeitsbestimmende 
Parameter auf den gemessenen Reaktionsverlauf in der organischen Phase auswirkt. Die 
Bestimmung der kinetischen Parameter war bereits im wässrigen System problematisch, da 
vor allem die Km-Werte und kcat stark korreliert waren und eine Inhibierung infolge hoher 
Konzentrationen des Diketons nicht ausgeschlossen werden konnte. 
 
Zudem ist es denkbar, dass sich die Parameterwerte im Zweiphasensystem von denen im 
Einphasensystem unterscheiden (Bauer et al., 2002, Halling, 1994, Klibanov, 1997). Schmidt 
(2008) konnte zeigen, dass sich zumindest in Zweiphasensystemen mit n-Hexan und 
Methylisobutylketon die kinetischen Konstanten der BAL-katalysierten Kondensation von 
DMBA zu TMB nicht signifikant von denen in rein wässriger Lösung unterschieden. Es ist 
aber nicht auszuschließen, dass sich dies für die hier verwendeten Lösungsmittel anders 
verhält. Allerdings müssten alle Lösungsmittel einen ähnlichen Einfluss auf die Kinetik der 
Reaktion haben, da sich in allen drei Zweiphasensystemen vergleichbare Diskrepanzen 
zwischen Messdaten und Modellanpassung ergaben. Wahrscheinlicher ist daher, dass bereits 
die im Einphasensystem ermittelten Konstanten fehlerhaft waren, eventuell durch die 
Problematik mit dem Diketon. Falsche kinetische Parameter würden sich in allen drei 
Zweiphasensystem gleich auswirken und könnten daher die ähnlich schlechten Anpassungen 
erklären. Dagegen sollten fehlerhafte Werte für Verteilung und Stofftransport sich in den 
Zweiphasensystemen unterschiedlich auswirken. Auch konnten sowohl die Verteilungs- als 
auch Stofftransportkoeffizienten sehr sicher geschätzt werden. Letztendlich konnte jedoch 
nicht geklärt werden, wodurch die schlechte Modellanpassung verursacht wurde. Vor allem 
aufgrund der fehlenden Daten aus der wässrigen Phase ist die Datendichte dafür zu gering und 
eine Parameterschätzung mit Hilfe des Modells war daher nicht möglich.  
 
Auch ohne Verwendung des Modells ist es möglich, anhand der kontinuierlichen 
Reaktionsverläufe die Inaktivierung der BAL zu bewerten. Allerdings muss in diesem Fall die 
Überlagerung der Reaktionsrate durch Verteilung und Stofftransport vernachlässigt werden. 
Dass der Effekt dieser Überlagerung möglichst gering ist, wurde bereits in den Simulationen 
zur Ermittlung der Reaktionsbedingungen beachtet und daher an dieser Stelle vorausgesetzt. 
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Abbildung 3.26 Produktkonzentration in der organischen Phase (●) und exponentielle Anpassung der 
Produktabnahme () der BAL-Reaktionen in den Zweiphasensystemen mit MTBE, 2-Oktanon und 
Toluol.. 
 
Abbildung 3.26 zeigt nochmals für alle drei Zweiphasensysteme den Verlauf der 2,2’-Furoin-
konzentration in der organischen Phase. Diesmal erfolgte die Auswertung jedoch nur durch 
nicht-lineare Anpassung der Gleichung 3.10 (Zerfall 1. Ordnung) an den abfallenden Teil der 
Kurven. Die Anpassung war diesmal sehr gut und die ermittelten Inaktivierungsraten bzw. die 
daraus resultierenden Halbwertszeiten können Tabelle 3.17 entnommen werden. Vergleicht 
man die BAL-Stabilität unter reaktiven mit der unter nicht-reaktiven Bedingungen ergibt sich 
für MTBE eine viel niedrigere, in den Systemen mit 2-Oktanon und Toluol dagegen eine 
höhere Stabilität. Allerdings ist ein direkter Vergleich der beiden Messungen nur bedingt 
sinnvoll, da – wie bereits beschrieben – in den Zweiphasenreaktionen auch die Verteilung und 
der Stofftransport des Produkts berücksichtigt werden müssen. Eventuell können besonders 
schnelle Konzentrationsänderungen infolge einer starken Inaktivierung nicht aufgelöst 
werden, weil sie zu stark von den Verteilungsphänomenen zwischen den Phasen überlagert 
werden. Aus diesem Grund ist ein Vergleich nur dann sinnvoll, wenn die Messungen unter 
vergleichbaren Bedingungen stattfinden, wie z. B. die Messungen der Prozessstabilität der 
BAL-Varianten. Auch ein Vergleich der Prozessstabilitäten in den unterschiedlichen Zwei-
phasensystemen unter einander ist aufgrund der unterschiedlichen Verteilungsgleichgewichte 
nur begrenzt möglich. Allerdings unterscheiden sich diese z. B. für MTBE und Toluol kaum, 
sodass sie sich ähnlich auf die Messung auswirken sollten. 
 
Tabelle 3.17 Prozess- und Lagerstabilität der BAL in den Zweiphasensystemen mit MTBE, 
2-Oktanon bzw. Toluol.  
Halbwertszeit [h] 
Lösungsmittel 
Lagerstabilität Prozessstabilität 
MTBE 14,9 ± 2,9 1,5 ± 0,1 
2-Oktanon 0,6 ± 0,5 1,4 ± 0,1 
Toluol 0,2 ± 0,1 2,0 ± 0,1 
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Der Vergleich zeigt, dass die gemessenen Stabilitäten in der gleichen Größenordnung liegen, 
wobei sich für Toluol eine etwas höhere Stabilität ergibt als für MTBE und 2-Oktanon. Dies 
verwundert, da in den Lagerstabilitätsmessungen eindeutige Unterschiede für die verschie-
denen Lösungsmittel festgestellt wurden. Da alle anderen Parameter (Rührer, Grenzflächen-
größe, usw.) mit denen der Lagerstabilitätsmessungen übereinstimmten, lässt sich schließen, 
dass die Gegenwart der Reaktanden einen maßgeblichen Einfluss auf die Stabilität hat und die 
Effekte der Lösungsmittel in den Hintergrund treten. In der Literatur wird beschrieben, dass 
Aldehyde mit Aminogruppen Schiff-Basen bilden können (Biselli et al., 2002, Di Lorenzo et 
al., 2007). Durch eine resultierende Polaritätsänderung können sich strukturellen Um-
lagerungen ergeben, in deren Folge die Enzyme möglicherweise inaktiviert werden (Weber et 
al., 1997). Zudem konnte gezeigt werden, dass auch Quervernetzungsreaktionen zwischen 
den Schiff-Basen und anderen Aminosäuren mit ionisierbaren Seitenketten stattfinden können 
(Metz et al., 2006). Schiff-Basen sind sehr instabil und werden leicht hydrolysiert, daher sind 
sie nur schwer nachzuweisen. Allerdings deutete eine TNBS-Reaktion in Gegenwart von 
2-Furaldehyd daraufhin, dass tatsächlich eine Interaktion zwischen dem Aldehyd und den 
Aminogruppen der BAL stattfindet (Abbildung 3.27). 
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Abbildung 3.27 Verlauf der Reaktion von TNBS mit freien Aminogruppen der BAL mit und ohne 
Zugabe von 10 mM 2-Furaldehyd (drei unterschiedliche Proteinkonzentrationen).  
 
Abbildung 3.27 zeigt, dass in Gegenwart von 2-Furaldehyd die Reaktion zwischen TNBS und 
den Aminogruppen verlangsamt wird. Im Verlauf der Reaktion werden die Unterschiede 
zunehmend geringer und nach mehreren Stunden ergeben sich schließlich für die einzelnen 
Proteinkonzentrationen jeweils die gleichen Extinktionswerte. TNBS scheint also mit den 
2-Furaldehydmolekülen um die Interaktion mit den Aminogruppen zu konkurrieren. Im 
Gegensatz zur leicht hydrolysierenden Schiff-Basenbindung mit dem Aldehydmolekül, führt 
die Reaktion mit TNBS zu einer stabilen Bindung. Zudem sinkt die 2-Furaldehyd-
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konzentration durch die BAL-Reaktion im Verlauf der Inkubation. So werden nach und nach 
alle Aminogruppen mit TNBS modifiziert und es ergeben sich identische Extinktionen. Dies 
zeigt, dass die Aminogruppen nicht irreversibel mit dem Aldehyd reagiert haben, auch 
Quervernetzungsreaktionen können ausgeschlossen werden, da in diesem Fall die Anzahl 
freier Aminogruppen gesunken wäre. Es ist jedoch nicht auszuschließen, dass unter kontinu-
ierlichen Reaktionsbedingungen durch die ständige Anwesenheit des Substrats auch Folge-
reaktionen in Form von intra- und/oder intramolekularen Quervernetzungen auftreten 
könnten. Außerdem kann der TNBS-Test nicht zeigen, ob es durch die zwischenzeitliche 
Interaktion mit den Aldehydmolekülen zu (irreversiblen) Konformationsänderungen kam. In 
jedem Fall sind diese Ergebnisse ein Indiz dafür, dass eine Interaktion zwischen dem Aldehyd 
und den BAL-Aminogruppen stattfindet. Aufgrund der unterschiedlichen Verteilungsgleich-
gewichte für 2-Furaldehyd in den drei Zweiphasensystemen liegt es in unterschiedlichen 
Konzentrationen in der wässrigen Phase vor (2-Oktanon ~ 10 mM; Toluol ~ 20 mM; MTBE 
~ 25 mM) und sollte sich daher unterschiedlich stark auf die Stabilität auswirken. Obwohl im 
System mit 2-Oktanon die mit Abstand geringste 2-Furaldehydkonzentration in der wässrigen 
Phase vorliegt, weist die BAL in diesem Zweiphasensystem die stärkste Inaktivierung auf. 
Für MTBE und Toluol ergibt sich dagegen der vermutete Zusammenhang zwischen der 
Substratkonzentration und der Inaktivierung. An dieser Stelle sei jedoch nochmals angemerkt, 
dass sich die Verteilung der Reaktanden im 2-Oktanon-System stark von denen im MTBE- 
bzw. Toluol-Zweiphasensystem unterscheidet. Durch die Überlagerung von Reaktion und 
Verteilung ist ein Vergleich der Lösungsmittel daher nur bedingt sinnvoll. Andererseits zeigte 
sich immer wieder, dass 2-Oktanon wahrscheinlich auch durch direkte Interaktionen mit dem 
aktiven Zentrum zu einer Inaktivierung führt, sodass von einer Überlagerung beider Effekte 
auszugehen ist. Obwohl sich damit immer noch Unterschiede für die verschiedenen Lösungs-
mittel ergeben die offensichtlich nicht mit der Substratkonzentration korrelieren, lassen sich 
die beiden Mechanismen – zumindest in den vorliegenden Untersuchungen – nicht getrennt 
voneinander betrachten. Dies zeigt, dass neben einer Stabilisierung gegenüber den 
Lösungsmitteln insbesondere eine Stabilisierung gegenüber den Aldehydsubstraten angestrebt 
werden sollte. Vor allem aber zeigen die Ergebnisse, dass die Lagerstabilität nicht ausreicht 
um die Eignung eines Enzyms für den technischen Einsatz zu beurteilen. 
 
3.4.4.3 Prozessstabilität der mPEG-BAL-Varianten 
 
Die Ergebnisse des vorangegangen Kapitels zeigten, dass die Stabilität der BAL durch das 
Aldehydsubstrat stark beeinflusst wurden. Da dies offensichtlich auf eine Reaktion zwischen 
der Aldehydfunktion des Substrats und Aminogruppen der BAL zurückzuführen ist, konnte 
vermutet werden, dass die mPEG-Varianten der BAL durch die Maskierung zumindest 
einiger Aminogruppen eine höhere Stabilität gegenüber dem Aldehyd aufweisen könnten. In 
diesem Fall sollte es möglich sein auch die Effekte der einzelnen Lösungsmittel zu beurteilen. 
Dies sollte in Prozessstabilitätsmessungen mit den mPEG-BAL-Varianten untersucht werden. 
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Um die Ergebnisse – zumindest für die jeweiligen Lösungsmittel – vergleichbar zu machen, 
sollten die Reaktionsbedingungen konstant gehalten werden und denen der Messungen mit 
der nativen BAL entsprechen. Die Verteilung des Substrats war in Anwesenheit der mPEG-
BAL kaum beeinflusst, daher wurde die Substratkonzentration in der organischen Phase nicht 
verändert. Die zum Teil veränderten Verteilungsgleichgewichte für das Produkt besonders in 
Gegenwart der mPEG2000-BAL könnten die Bewertung der Ergebnisse erschweren, da 
eventuell die Vergleichbarkeit der einzelnen Messungen nicht gegeben ist. Dies konnte jedoch 
nicht durch die Wahl der Reaktionsbedingungen verhindert werden. Die Konzentration der 
mPEG-BAL wurde so angepasst, dass sich die gleiche Ausgangsaktivität ergab, wie in den 
Messungen mit der unmodifizierten BAL, d. h. die Proteinkonzentrationen waren infolge der 
verringerten Aktivität etwas höher.  
 
Tabelle 3.18 Prozessstabilität der mPEG-modifizierten BAL-Varianten im Vergleich zur 
unmodifizierten BAL in Zweiphasensystemen mit MTBE, 2-Oktanon bzw. Toluol. 
 Halbwertzeiten [h] 
 mPEG750-BAL mPEG2000-BAL native BAL 
MTBE 2,3 ± 0,2 1,9 ± 0,2 1,5 ± 0,1 
2-Oktanon 1,3 ± 0,1 1,3 ± 0,1 1,4 ± 0,1 
Toluol 2,1 ± 0,2 1,8 ± 0,2 2,0 ± 0,1 
 
Auch die Halbwertszeiten der mPEG-BAL-Varianten lagen für alle Lösungsmittel in der 
gleichen Größenordnung. In den Systemen mit 2-Oktanon und Toluol veränderte sich die 
Stabilität der BAL durch die mPEG-Modifizierung nicht signifikant. Für 2-Oktanon war sie 
tendenziell etwas niedriger, bezieht man jedoch die Standardabweichungen mit ein, entsprach 
sie der Stabilität der nativen BAL. Im Toluol-System zeigte mPEG750-BAL eine etwas 
höhere, mPEG2000-BAL dagegen eine etwas niedrigere Stabilität, aber auch hier sind die 
Unterschiede bei Einbeziehung der Standardabweichungen marginal und eventuell auf die 
veränderten Verteilungsgleichgewichte zurückzuführen. Im Vergleich dazu ergab sich im 
Zweiphasensystem mit MTBE für beide mPEG-Varianten eine höhere Stabilität im Vergleich 
zur nativen BAL. Die resultierenden Halbwertszeiten der beiden mPEG-Varianten im System 
mit MTBE entsprechen dadurch etwa den Halbwertszeiten der beiden Varianten sowie der 
nativen BAL im Zweiphasensystem mit Toluol. Dies könnte daraufhin weisen, dass die 
Inaktivierung durch den Aldehyd tatsächlich teilweise verringert wurde, insgesamt betrachtet 
ist der Effekt jedoch eher geringfügig. Eventuell wird die Zugänglichkeit der Bereiche, in 
denen das Substrat inaktivierend wirkt durch die gebundenen mPEG-Moleküle verringert, 
sodass die Konzentrationsunterschiede, die sich in der wässrigen Phase der Zweiphasen-
systemen mit MTBE und Toluol ergeben, keinen großen Einfluss haben. Offensichtlich hat 
jedoch die Modifizierung nicht an den für die Substratinaktivierung entscheidenden 
Aminogruppen der BAL stattgefunden.  
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3.4.4.4 Prozessstabilität der BAL-Mutanten 
 
Bei der Erstellung der BAL-Mutanten stand vor allem die Veränderung der Proteinoberfläche 
zur Stabilisierung gegenüber der organischen Lösungsmittelphase im Vordergrund. Dabei 
wurden keine Lysinreste ausgetauscht, sodass eine Stabilisierung gegenüber dem Substrat 
durch Unterdrückung der Schiff-Basenbildung nicht zu erwarten war. Dennoch könnte sich 
aus den strukturellen Veränderungen infolge der Mutationen eventuell eine erhöhte Stabilität 
gegenüber dem Substrat ergeben indem möglicherweise stattfindende Umlagerungen 
verhindert werden. Aus diesem Grund sollten auch die BAL-Mutanten in Prozessstabilitäts-
messungen untersucht werden. Aus den Ergebnissen der mPEG-Varianten wurde geschlossen, 
dass sich eine Stabilisierung gegenüber dem Substrat am stärksten im MTBE-Zweiphasen-
system auswirken würde. Daher wurden die ausgewählten Mutanten zunächst nur in diesem 
Zweiphasensystem untersucht. Wie bei der Messung mit den mPEG-Varianten wurde die 
Proteinkonzentration jeweils so angepasst, dass sich die gleiche Ausgangsaktivität wie in den 
Untersuchungen der nativen BAL ergab. Alle anderen Reaktionsbedingungen entsprachen 
denen der anderen Messungen. In Tabelle 3.19 fasst die ermittelten Halbwertszeiten im 
Zweiphasensystem mit MTBE zusammen. 
 
Tabelle 3.19 Prozessstabilitäten der BAL-Mutanten im Zweiphasensystem mit MTBE. 
BAL-Variante Halbwertszeiten [h] 
I176D 1,5 ± 0,1 
V175N, I177T 1,7 ± 0,1 
V175N, I176,D, I177T 1,9 ± 0,2 
A338T, A339S 1,5 ± 0,1 
A335K, A338T, A339S 1,6 ± 0,1 
native BAL 1,5 ± 0,1 
 
Die Ergebnisse zeigen, dass durch die eingebrachten Mutationen im Prinzip keine Stabili-
sierung im reaktiven Zweiphasensystem mit MTBE erzielt werden konnte. Obwohl die 
ermittelten Halbwertszeiten insgesamt etwas höher liegen als die der nativen BAL, ergeben 
sich unter Einbeziehung der jeweiligen Standardabweichungen kaum sigifikante Unter-
schiede. Die größte Differenz ergibt sich für BAL-V175N, I176D, I177T, die auch in den 
Lagerstabilitätsmessungen im MTBE-Zweiphasensystem die höchste Stabilität aufwies. Aber 
auch hier ist die Halbwertszeit sehr gering und keineswegs mit der Halbwertszeit zu ver-
gleichen, die sich in den Lagerstabilitätsmessungen für diese Mutante ergab (25,84 Stunden). 
Da durch die eingebrachten Mutationen offensichtlich keine Stabilisierung gegenüber dem 
Aldehydsubstrat erreicht werden konnte und in den Messungen mit den mPEG-Varainten 
gezeigt wurde, dass Lösungsmitteleffekte durch die Überlagerung der Substratinaktivierung 
nicht beurteilt werden können, wurden auf Prozessstabilitätsmessungen in den beiden anderen 
Zweiphasensystemen verzichtet.   
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Abschließend lässt sich sagen, dass die Prozessstabilitätsmessungen mit der nativen BAL 
sowie aller untersuchten Varianten zeigten, dass bei der Evaluierung eines Enzyms auf die 
Stabilitätsmessung unter Reaktionsbedingungen nicht verzichtet werden sollte. Es zeigte sich, 
dass die Inaktivierung durch das Substrat so stark war, dass Lösungsmitteleffekte in den 
Hintergrund traten. Obwohl die Varianten in den Lagertstabilitätsmessungen zum Teil eine 
erheblich höhere Stabilität aufwiesen als die native BAL, konnten diese Effekte unter 
reaktiven Bedingungen nicht beobachtet werden. Eine Stabilisierung gegenüber dem 
Aldehydsubstrat sollte daher auf jeden Fall der erste Schritt zur Optimierung der BAL sein. 
Erst dann ist es sinnvoll auch stabilisierende Effekte gegenüber anderen Faktoren wie 
beispielsweise organischen Lösungsmitteln zu untersuchen.  
 
3.4.5 Kontinuierliche Reaktionen mit der CPCR im Zweiphasensystem 
3.4.5.1 Identifizierung geeigneter Prozessbedingungen 
 
Für die CPCR stand kein mechanistisches Kinetikmodell als Grundlage für die Modellierung 
der Zweiphasenreaktion zur Verfügung. Zudem zeigten bereits die Ergebnisse der BAL-
Reaktionen, dass die Datendichte für die Anwendung einer Parameterschätzung offensichtlich 
zu gering ist und Daten aus der wässrigen Phase benötigt werden. Die Bewertung der Prozess-
stabilität erfolgte daher direkt anhand der abnehmenden Produktkonzentration in kontinuier-
lichen Reaktionen. Auch für die CPCR-Reaktion musste gewährleistet sein, dass die 
Reaktionsrate möglichst wenig von Verteilungsphänomenen überlagert wird und dass anhand 
der Proben aus der organischen Phase auf die Gesamtkonzentrationen im System geschlossen 
werden kann. Reaktionsbedingungen, die diese Voraussetzungen erfüllen, wurden mittels 
Simulation an einem vereinfachten Zweiphasenmodell festgelegt, dabei entsprachen die 
grundlegenden Zusammenhänge den Gleichungen 3.6 – 3.9. Für dieses vereinfachte Modell 
wurden einige Annahmen getroffen, die vor allem die Kinetik der Reaktion betrafen. Diese ist 
sehr komplex da neben der reversiblen Reduktion von Acetophenon auch noch die Reaktion 
zur Cofaktorregenerierung stattfindet, d. h. die Substrate NADH und NAD sind Reaktanden 
in zwei reversiblen Reaktionen. Ohne mechanistisch fundiertes Modell ist es daher kaum 
möglich die Kinetik von Reaktionsverläufen exakt vorherzusagen. Die aus diesem Grund 
getroffenen Annahmen sind im Folgenden zusammengefasst: 
 
1. Es findet nur die Hinreaktion (Acetophenonreduktion) statt.   
 
Diese Annahme entspricht sicher nicht den Tatsachen, zumal die Produktextraktion in den 
Zweiphasensystemen mit n-Heptan und Cyclohexan aufgrund der Verteilungsgleichgewichte 
nicht sehr effektiv ist und daher auch die Rückreaktion stattfindet. Jedoch resultiert aus dieser 
Annahme, dass die maximal mögliche Produktkonzentration und der maximal mögliche 
Substratverbrauch angenommen werden. So sollte überprüft werden, ob der Stofftransport 
auch unter diesen Grenzbedingungen ausreichend ist. Wenn dies gewährleistet ist, sollte auch 
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für die tatsächlich vorherrschenden Bedingungen der Stofftransport schnell im Vergleich zur 
Reaktionsrate sein. 
 
2. Die Cofaktorregenerierung ist so effektiv, dass die NADH-Konzentration nie 
limitierend ist. 
 
NADH wurde in einer Konzentration von 1 mmol/L in der wässrigen Phase eingesetzt. Um 
immer eine ausreichende Regenerierung des Cofaktors zu gewährleisten, wurden die Reak-
tionen mit 10 % (v/v) Isopropanol durchgeführt. Dies entsprach - das jeweilige Verteilungs-
gleichgewicht mit einbezogen - einer molaren Konzentration von 0,9 -1,3 mol/L in der 
wässrigen Phase und sollte damit eine hinreichende Cofaktorregenerierung ermöglichen. Der 
geringe Verlust an Isopropanol durch die Verteilung in die organische Phase und die Ent-
fernung aus dem System wurde durch eine entsprechende Zudosierung über den Zulauf der 
organischen Phase ausgeglichen. 
 
3. Das Isopropanol im System wirkt sich nicht negativ auf den Stofftransport aus. 
 
Cosolventien erhöhen in der Regel den Stofftransport über die Grenzfläche indem sie die 
Dicke der Grenzschicht reduzieren und so eine schnellere Diffusion ermöglichen. Isopropanol 
sollte daher den Stofftransport vor allem beschleunigen. Durch Annahme der Stofftransport-
koeffizienten in Abwesenheit von Isopropanol, sollte wiederum als Grenzwertbetrachtung der 
minimal auftretende Stofftransport  simuliert werden.  
 
Mit dem resultierenden, stark vereinfachten Modell wurden nun Reaktionsverläufe für 
verschiedene Substrat- und Enzymkonzentrationen simuliert. Um Effekte durch unter-
schiedliche Substratkonzentrationen aufgrund der unterschiedlichen Verteilungskoeffizienten 
auszuschließen, sollte die Konzentration in der wässrigen Phase für alle verwendeten Zwei-
phasensysteme möglichst gleich sein. Aus diesem Grund unterschieden sich die in der 
organischen Phase vorgelegten Substratkonzentrationen für die verschiedenen Lösungsmittel, 
da sich vor allem für MTBE sehr viel höhere Verteilungskoeffizienten ergaben als für die 
übrigen Lösungsmittel. Um eine Konzentration von etwa 10 mmol/L in der wässrigen Phase 
zu gewährleisten - die Reaktion zunächst außer Acht gelassen – ergaben sich für die 
einzusetzenden Konzentrationen in der organischen Phase 50, 60 bzw. 150 mmol/L für 
Heptan, Cyclohexan bzw. MTBE. Die Simulationen unter diesen Bedingungen ergaben, dass 
die Substratsättigung in der wässrigen Phase für Enzymkonzentrationen von bis zu 10 µg/mL 
gewährleistet ist. Bei höherer enzymatischer Aktivität, d. h. bei höheren Enzymkonzen-
trationen, liegt das Substrat in der wässrigen Phase nicht in Sättigung vor. In diesem Fall 
hängt die Reaktionsgeschwindigkeit maßgeblich von der vorliegenden Substratkonzentration 
ab und aus der abnehmenden Aktivität kann nicht einfach auf die Inaktivierung geschlossen 
werden. 
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Neben einer ausreichenden Substratversorgung sollte gewährleistet sein, dass der Stoff-
transport des Produkts im Verhältnis zur Reaktion schnell ist, da nur allein anhand der 
Produktkonzentration in der organischen Phase auf die Reaktion geschlossen werden konnte. 
Das Verhältnis zwischen Reaktionsrate und Stofftransport wurde mit Hilfe des Hatta-Modells 
für die ausgewählten Enzymkonzentrationen (1-10 µg/mL) untersucht. Die Hatta-Zahl (Ha) 
stellt die Konzentrationsänderung infolge der Reaktion der Konzentrationsänderung infolge 
des Stofftransports gegenüber (Gleichung 3.12).  
 
i
aqi
i J
vVx
Ha
⋅⋅=               Gleichung 3.12 
 
Das Hatta-Modell wird normalerweise dazu verwendet den Ort der Reaktion in 
Zweiphasensystemen zu ermitteln. Kleine Hatta-Zahlen (Ha < 0,3) deuten auf eine langsame, 
reaktionslimitierte Reaktion hin, die gleichmäßig in der wässrigen Phase stattfindet. Große 
Hatta-Zahlen (Ha > 3) dagegen beschreiben schnelle, stofftransportlimitierte Reaktionen, die 
vornehmlich an der Grenzfläche stattfinden. Bei Hatta-Zahlen zwischen 0,3 und 3 werden die 
Konzentrationsverhältnisse sowohl durch die Kinetik als auch durch den Stofftransport 
beeinflusst (Fernandes und Cabral, 2008, Trusek-Holownia, 2003, Bauer et al., 2002). Für das 
vorliegende System sollten sich daher Hatta-Zahlen von etwa 1 oder kleiner ergeben, da in 
diesem Fall die Stofftransportrate der Reaktionsrate entspricht. Aus diesem Grund wurde für 
Acetophenon und 1-Phenylethanol die Hatta-Zahl im Verlauf der Reaktion mit unter-
schiedlichen Enzymkonzentrationen simuliert (Abbildung 3.28). 
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Abbildung 3.28 Simulierter Verlauf der Hatta-Zahl des Produkts (PE) und des Substrats (AP) bei 
verschiedenen Enzymkonzentrationen. 
 
Die Hatta-Zahl für das Produkt (HaPE) sank in allen Zweiphasensystemen innerhalb der ersten 
15 Minuten auf einen Wert von unter 3 und nähert sich dann stetig 1 an. Dies bedeutet, dass 
zumindest nach Einstellung des Fließgleichgewichts die Stofftransferrate in etwa der 
Reaktionsrate entspricht und davon ausgegangen werden kann, dass sich das Produkt quasi 
ständig im Verteilungsgleichgewicht zwischen den Phasen befindet. Zudem wird der 
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Stofftransport durch das Cosolvens Isopropanol wahrscheinlich noch beschleunigt. Es zeigte 
sich zudem, dass HaPE bei den untersuchten Bedingungen nicht von der Reaktionsrate 
beeinflusst wird, da sich für alle untersuchten Enzymkonzentrationen der gleiche Verlauf 
ergab. Besonders mit MTBE als organischer Phase sinkt HaPE schnell auf etwa 1, da hier 
aufgrund des höheren Verteilungskoeffizienten das Konzentrationsgefälle für 1-Phenylethanol 
zwischen den Phasen größer ist als mit n-Heptan oder Cyclohexan. Wie zu erwarten, ist HaAP 
zu Beginn der Reaktion sehr klein, da das Substrat nur in der organischen Phase vorgelegt 
wurde und erst mit zunehmender Verteilung die Reaktion in der wässrigen Phase stattfinden 
kann. Im Verlauf der Simulation nähert sich auch HaAP an 1 an, in Abhängigkeit von der 
eingesetzten Enzymkonzentration erfolgt dies unterschiedlich schnell. Da HaAP zu keinem 
Zeitpunkt größer als 1 ist, ergibt sich für keine der untersuchten Enzymkonzentrationen eine 
Substratlimitierung. 
 
Zu guter letzt sollte überprüft werden, ob sich die gewählten Reaktionsbedingungen dazu 
eignen aus der abnehmenden Produktkonzentration in der organischen Phase direkt auf die 
Inaktivierung zu schließen. Dazu wurde im vereinfachten Modell eine Enzyminaktivierung 
gemäß Gleichung 3.10 berücksichtigt. In den folgenden Simulationen wurde der Wert für kd 
variiert und der Abnahme der Produktkonzentration gegenübergestellt. Dazu wurde am 
abfallenden Konzentrationsverlauf eine exponentielle Anpassung durchgeführt und die 
ermittelte Steigung als Maß für die Inaktivierung genommen (Abbildung 3.29 A). Abbildung 
3.29 B zeigt inwiefern die ermittelten Steigungen mit den vorgegebenen kd-Werten 
korrelieren. Sind Steigung und kd-Wert identisch ergibt sich der als „Referenz“ 
gekennzeichnete Verlauf. Dargestellt sind die Simulationen mit 10 µg/mL CPCR, die 
gleichen Ergebnisse wurden jedoch auch für 1 und 5 µg/mL CPCR erhalten. 
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Abbildung 3.29 A Simulation der Produktkonzentrationsverhältnisse bei unterschiedlichen 
Inaktivierungskoeffizienten kd. (10 µg/mL CPCR, Verweilzeit 1,4 h) B Korrelation zwischen dem 
Inaktivierungskoeffizienten und der Steigung der exponentiellen Anpassung.  
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Besonders bei niedrigen Inaktivierungsraten entspricht die Steigung der exponentiellen 
Anpassung dem vorgegebenen Inaktivierungskoeffizienten kd. Nimmt die Inaktivierung 
jedoch zu, sind die Raten aus den Anpassungen niedriger als die verwendeten 
Inaktivierungsraten. Die Kurven in Abbildung 3.29 B werden zunehmend flacher und die 
Steigung entspricht nicht mehr direkt dem Inaktivierungskoeffizienten, d. h. die Produkt-
abnahme spiegelt nicht allein die Inaktivierung wider. Es ist davon auszugehen, dass in 
diesem Fall die Produktextraktion der limitierende Faktor ist, jedoch nicht aufgrund eines zu 
geringen Stofftransports über die Grenzfläche, sondern durch eine unzureichende Entfernung 
des Produkts durch den Austausch der organischen Phase. Ist die Durchflussrate zu niedrig 
gewählt, kann die rapide Abnahme der Produktkonzentration infolge der Inaktivierung nicht 
aufgelöst werden, da sie vor allem durch die Verteilung überlagert wird. Aus diesem Grund 
ergeben sich auch Unterschiede für die verschiedenen Lösungsmittel. Während MTBE das 
Produkt effektiv in die organische Phase extrahiert, kommt es in den Zweiphasensystemen 
mit n-Heptan und Cyclohexan zu einer Akkumulation des Produkts in der wässrigen Phase. 
Diese Vermutungen konnten durch weitere Simulation bestätigt werden, in denen die 
Durchflussrate erhöht wurde (Daten nicht gezeigt). Auf diese Weise waren auch schnelle 
Änderungen der Produktkonzentration bei hohen Inaktivierungsraten messbar. Eine relative 
Bewertung der Stabilität ist solange möglich, wie die Abnahme der Produktkonzentration 
proportional zur tatsächlichen Inaktivierung ist.  
 
3.4.5.2 Prozessstabilität der nativen CPCR in den Zweiphasensystemen 
 
Nachdem mit Hilfe der durchgeführten Simulationen ein geeigneter Reaktionsbereich 
festgelegt wurde, konnten entsprechende Zweiphasenreaktionen mit der CPCR durchgeführt 
werden. Abbildung 3.30 zeigt den gemessenen Verlauf der Produktkonzentration und die 
exponentielle Anpassung zur Ermittlung der Inaktivierung. In allen drei Zweiphasensystemen 
konnte für einige Zeit ein Fließgleichgewicht beobachtet werden. Erst nach einigen Stunden 
war die Inaktivierung der CPCR in Form einer abnehmenden Produktbildung messbar.  
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Abbildung 3.30 Reaktionsverläufe (●) und exponentielle Anpassung () der CPCR-Zwei-
phasenreaktionen mit n-Heptan, Cyclohexan bzw. MTBE als organischer Phase (10 µg/mL CPCR).  
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Um auszuschließen, dass die sinkende Aktivität auf den Verlust bzw. die Inaktivierung des 
Cofaktors zurückzuführen ist, wurde frischer Cofaktor zur Reaktion gegeben. Der Verlauf der 
Reaktion bzw. die Inaktivierungsrate wurde dadurch jedoch nicht beeinflusst. Die 
abnehmende Aktivität war daher auf die Inaktivierung der CPCR selbst zurückzuführen. Die 
in Abbildung 3.30 dargestellten Produktkonzentrationen entsprechen jeweils den Gesamt-
konzentrationen im System, die über die Verteilungsgleichgewichte berechnet wurden. Es 
fällt auf, dass sie sich in den einzelnen Systemen zum Teil recht stark unterschieden. Vor 
allem im Zweiphasensystem mit MTBE war die Produktbildungsrate offenbar sehr viel 
niedriger als in den beiden anderen Systemen. Da die Substratkonzentration in den wässrigen 
Phasen aller Zweiphasensysteme gleich sein sollte, kann sie nicht der Grund für diese 
Unterschiede sein. Gerade MTBE ist jedoch in hohen Konzentrationen in der wässrigen Phase 
löslich und die verminderte Aktivität könnte auf eine Inhibition der CPCR durch gelöste 
MTBE-Moleküle zurückzuführen sein. Da in den Lagerstabilitätsmessungen die Proben aus 
den Zweiphasensystemen jeweils stark verdünnt in den Standardaktivitätstest eingesetzt 
wurden (1:100), war dieser Effekt dort wahrscheinlich nicht so offensichtlich. Auf den 
Aktivitätsverlust durch die Inaktivierung im Verlauf der Reaktion sollte eine mögliche 
Inhibierung jedoch keinen Einfluss haben.  
 
Tabelle 3.20 Halbwertszeiten der nativen CPCR bei Lagerung sowie während der Reaktion in den 
Zweiphasensystemen mit MTBE, Cyclohexan und n-Heptan.. 
Halbwertszeit [h] 
Lösungsmittel 
Lagerstabilität Prozessstabilität 
n-Heptan 3,1 ± 0,1 5,1 ± 0,4 
Cyclohexan 3,5 ± 0,1 4,4 ± 0,2 
MTBE 38,5 ± 7,7 3,3 ± 0,1 
 
Wie bereits bei den Untersuchungen zur BAL-Stabilität dargelegt, sollte der direkte Vergleich 
von Lager- und Prozessstabilität mit Vorsicht betrachtet werden, da die Reaktion nicht von 
den Verteilungseffekten getrennt beurteilt werden kann. Vor diesem Hintergrund sollten die 
augenscheinlich erhöhten Stabilitäten in den Zweiphasensystemen mit n-Heptan und 
Cyclohexan unter Prozessbedingungen nicht überbewertet werden. Im Zweiphasensystem mit 
MTBE dagegen kam es zu einer Verringerung der Stabilität um den Faktor 10. In diesem Fall 
ist davon auszugehen, dass der Unterschied nicht allein auf die unterschiedlichen 
Messverfahren zurückzuführen ist. Auffällig ist auch, dass sich im MTBE-System insgesamt 
die geringeste Prozessstabilität ergab. Im Gegensatz dazu war die Lagerstabilität, die für 
dieses Lösungsmittel im Zweiphasensystem gemessen wurde, sehr viel höher als für 
Cyclohexan und n-Heptan. Aufgrund der unterschiedlichen Verteilungsgleichgewichte von 
1-Phenylethanol ist jedoch der Vergleich der Stabilitäten in den drei Zweiphasensystemen nur 
mit Vorbehalt möglich, da sich die Überlagerung von Reaktion und Verteilung unter-
schiedlich stark auswirkt. Es ist aber davon auszugehen, dass sich die Prozessstabilitäten in 
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den verschiedenen Systemen tatsächlich nicht so stark unterscheiden wie die Lager-
stabilitäten. Dies legt nahe, dass auch durch die Reaktion bzw. die Reaktanden eine 
maßgebliche Inaktivierung der CPCR erfolgt. Bereits die Lagerstabilitätsmessungen in 
lösungsmittelgesättigtem Puffer zeigten, dass eine Inaktivierung nur in Gegenwart von MTBE 
stattfand. Durch die Dehydratisierung der Proteinoberfläche kann es zu strukturellen 
Umlagerungen kommen, die zu einem Aktivitätsverlust führen. Sowohl das gebildete Aceton 
als auch das Isopropanol können auf ähnliche Weise zu einer Inaktivierung führen. Für 
Isopropanol wurde gezeigt, dass die hier verwendete Konzentration von 10 % (v/v) kaum Ein-
fluss auf die Aktivität bzw. Stabilität der CPCR hatte (Peters et al., 1993b, Bhattacharjee, 
2006). Jedoch waren in diesen Messungen keine weiteren Lösungsmittel vorhanden, die mit 
dem Protein hätten interagieren können. Wahrscheinlich führt vor allem die Kombination aus 
einer hohen MTBE- und Isopropanolkonzentration zu einer kritischen Dehydratisierung der 
CPCR-Oberfläche. Auch das langsam akkumulierende Aceton könnte dazu beitragen, da es 
kaum in die organische Phase extrahiert wird. Im Gegensatz zum MTBE-System wird die 
CPCR jedoch durch Cyclohexan und n-Heptan selbst wahrscheinlich nur geringfügig 
dehydratisiert, d. h. der Effekt des Isopropanols und des Acetons ist wahrscheinlich mit dem 
in rein-wässrigen Reaktionssystemen zu vergleichen, in denen 10 % (v/v) Isopropanol sowie 
das gebildete Aceton keine signifikante Inaktivierung hervorriefen (Peters et al., 1993b, 
Bhattacharjee, 2006). Zudem können sich Cosolventien wie Isopropanol und Aceton auch auf 
die Inaktivierung an der Grenzfläche auswirken. Sie setzen die Grenzflächenspannung herab, 
was das Ausmaß hydrophober Interaktionen zwischen Protein und Grenzfläche verringern 
kann. In den Lagerstabilitätsmessungen konnte gezeigt werden, dass die Grenzfläche zu 
MTBE eine geringere Inaktivierung der CPCR nach sich zog, als die Grenzflächen zu 
Cyclohexan bzw. n-Heptan, die beide eine sehr viel höhere Grenzflächenspannung ausweisen. 
Die Anwesenheit von Aceton und Isopropanol könnte daher vor allem in diesen Zweiphasen-
systemen die Grenzflächeninaktivierung reduzieren und daher prinzipiell zu einer Erhöhung 
der Grenzflächenstabilität führen.  
 
Insgesamt kann vermutet werden, dass durch die Reaktanden Isopropanol und Aceton sowohl 
die Stabilität gegenüber gelösten Lösungsmittelmolekülen, als auch gegenüber der Grenz-
fläche beeinflusst wird. Auch ein kooperativer Einfluss ist denkbar, in dem die veränderte 
Proteinoberfläche infolge der Interaktion mit polaren Lösungsmittelmolekülen in der 
wässrigen Phase die Struktur destabilisiert und so letztlich auch die Entfaltung an der 
Grenzfläche begünstigt wird. Im Ganzen ergibt sich wahrscheinlich ein komplexes 
Zusammenspiel der unterschiedlichen Effekte der Reaktanden und Lösungsmittel, was 
nochmals die Nützlichkeit von Prozessstabilitätsmessungen unterstreicht, da diese unter 
relevanten Reaktionsbedingungen stattfinden. 
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3.4.5.3 Prozessstabilität der CPCR Mutanten 
 
In den Lagerstabilitätsmessungen zeigten die Mutanten CPCR-I79T,V83S und 
CPCR-A275N,L276Q im Vergleich zur nativen CPCR eine höhere Stabilität in den Zwei-
phasensystemen, obwohl die Inaktivierung durch gelöste Lösungsmittelmoleküle für alle drei 
Lösungsmittel stärker war (Kapitel 3.3.3.2). Daraus wurde geschlossen, dass für die Mutanten 
die zusätzliche Inaktivierung an der Grenzfläche geringer ausfiel als für die native CPCR. In 
Prozessstabilitätsmessungen mit den beiden Mutanten sollte untersucht werden inwiefern sich 
vor allem die Anwesenheit von Isopropanol und Aceton auf die Stabilität der Mutanten 
auswirken. Die Reaktionsrate sollte mit der in den Messungen mit der nativen CPCR 
vergleichbar sein, um mögliche Effekte des Stofftransports konstant zu halten. Dazu wurde 
die Proteinkonzentration so angepasst, dass sich auch für die Mutanten jeweils die gleiche 
Ausgangsaktivität ergab. Alle anderen Reaktionsbedingungen blieben unverändert.  
 
Tabelle 3.21 Halbwertszeiten der CPCR-Mutanten unter Prozessbedingungen im Vergleich zur 
nativen CPCR in den Zweiphasensystemen mit MTBE, Cyclohexan und n-Heptan. 
 Halbwertszeit [h ] 
Lösungsmittel CPCR-I79T, V83S CPCR-A275N, L276Q native CPCR 
n-Heptan 8,3 ± 0,3 4,4 ± 0,2 5,1 ± 0,4 
Cyclohexan 4,4 ± 0,5 3,8 ± 0,01 4,4 ± 0,2 
MTBE 4,3 ± 0,3 2,0 ± 0,1 3,3 ± 0,1 
 
Auch für die beiden Mutanten ergaben sich im Zweiphasensystem mit MTBE die geringsten 
Halbwertszeiten. Da die Stabilität gegenüber gelösten Lösungsmittelmolekülen durch die 
Mutationen nicht gesteigert werden konnte bzw. sogar niedriger war als die der nativen 
CPCR, ist dies wahrscheinlich auch für die Mutanten auf einen Effekt durch Isopropanol und 
Aceton zurückzuführen. Dennoch zeigte Mutante CPCR-I79T,V83S auch unter Prozess-
bedingungen in allen Zweiphasensystemen eine höhere Stabilität als die native CPCR. Am 
stärkesten war die Halbwertszeit im System mit n-Heptan erhöht, in den beiden anderen 
Zweiphasensystemen war der Stabilitätsunterschied nicht so ausgeprägt. Insgesamt bestätigen 
diese Ergebnisse die Resultate der Lagerstabilitätsmessungen, in denen die Stabilisierung 
gegenüber den drei Lösungsmitteln auch in der Reihenfolge Cyclohexan < MTBE < n-Heptan 
zunahm. Für Mutante CPCR-A275N,L276Q dagegen ergab sich in allen Systemen eine zum 
Teil stark verkürzte Halbwertszeit, was den Ergebnissen der Lagerstabilitätsmessungen 
widerspricht. Ein wesentlicher Unterschied der sich in den Prozessstabilitätsmessungen mit 
den  Mutanten ergab, war die zum Teil viel niedrigere Proteinkonzentration aufgrund der 
höheren Aktivitäten. Die CPCR wird sehr stark an der Grenzfläche zur Lösungsmittelphase 
inaktiviert, besonders in den Zweiphasensystemen mit Cyclohexan und n-Heptan. In diesem 
Fall sind insbesondere die Größe der Grenzfläche und die Dauer der Interaktion zwischen 
Grenzfläche und Protein von Bedeutung. Je nach Ausdehnung der Grenzfläche kann nur ein 
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Teil des gelösten Proteins an der Grenzfläche adsorbiert werden und erst wenn dieser Teil 
wieder desorbiert ist, können andere Proteinmoleküle mit der Grenzfläche interagieren. 
Während die Reaktionen der nativen CPCR mit einer Proteinkonzentration von 10 µg/mL 
durchgeführt wurden, betrug sie für CPCR-I79T,V83S und CPCR-A275N,L276Q nur 7 µg/mL 
bzw. 2 µg/mL. Besonders in den Messungen mit CPCR-A275N,L276Q war das Verhältnis 
von Grenzfläche zu Protein daher sehr viel höher als in den Vergleichsmessungen mit der 
nativen CPCR und könnte daher die kürzeren Halbwertszeiten erklären. Für einen Vergleich 
der Ergebnisse ist es daher ratsam, die Messungen bei einem gleichen Verhältnis von Grenz-
fläche zu Protein durchzuführen. Dies setzt jedoch voraus, dass sich daraus resultierende 
Unterschiede in der Reaktionsrate nicht signifikant auf den Überlagerungseffekt durch Ver-
teilung und Stofftransport auswirken. Dafür wäre es sinnvoll mit einem mathematischen 
Modell zu arbeiten, in dem die unterschiedlichen Reaktionsraten bei der Auswertung der 
Reaktionsverläufe berücksichtigt werden können. Wie die Ergebnisse der BAL-Zweiphasen-
messungen zeigten, sollte dazu jedoch auch die wässrige Phase analysiert werden um die 
Datendichte zu erhöhen und um fundiertere Aussagen über die Reaktion machen zu können.     
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4 Zusammenfassung 
 
Die Benzaldehydlyase aus Pseudomonas fluorescens (BAL) und die Carbonylreduktase aus 
Candida parapsilosis (CPCR) stellen aufgrund der von ihnen katalysierten Reaktionen sehr 
interessante Enzyme für die Herstellung verschiedener chiraler Intermediate dar, die vor allem 
für die pharmazeutische Industrie von Bedeutung sind. Da die Reaktanden größtenteils sehr 
hydrophob sind und daher in wässrigen Reaktionssystemen nur geringe Produktivitäten erzielt 
werden können, bietet sich die Verwendung alternativer Reaktionsmedien an. Besonders der 
Einsatz in wässrig-organischen Zweiphasensystemen ist sehr vielversprechend, da durch die 
Extraktion des Produkts und die resultierende räumliche Trennung vom Enzym ein effizienter 
Prozess möglich ist. Allerdings weisen beide Enzyme eine unzureichende Stabilität in diesen 
Systemen auf, sodass eine Stabilisierung unerlässlich ist. In der vorliegenden Arbeit wurden 
Untersuchungen zur Inaktivierung der genannten Enzyme durch unterschiedliche organische 
Lösungsmittel durchgeführt und verschiedene Strategien zu ihrer Stabilisierung untersucht.  
 
Zunächst wurde die Stabilität beider Enzyme in jeweils drei verschiedenen Zweiphasen-
systemen sowie den jeweils lösungsmittelgesättigten wässrigen Einphasensystemen ermittelt 
(BAL: MTBE, 2-Oktanon, Toluol; CPCR: MTBE, Cyclohexan, n-Heptan). Dabei zeigte sich, 
dass die BAL bereits durch gelöste Lösungsmittelmoleküle in der wässrigen Phase eine 
signifikante Inaktivierung erfuhr, die in Stabilitätsverlusten bis zu 96 % resultierte (Toluol). 
In den entsprechenden Zweiphasensystemen zogen insbesondere die Grenzflächen zur 
2-Oktanon und Toluolphase eine deutliche zusätzliche Inaktivierung nach sich. Die CPCR 
wurde auf molekularer Ebene vor allem durch gelöste MTBE-Moleküle inaktiviert, welche zu 
einer Reduktion der Halbwertszeit um etwa 34 % führten. Dagegen hatten gelöste 
Cyclohexan- und n-Heptanmoleküle nur einen geringen Einfluss auf die Stabilität, führten 
jedoch in den jeweiligen Zweiphasensystemen zu einer deutlichen Inaktivierung (Reduktion 
der Halbwertszeit um 97 %). Da diese Inaktivierung wahrscheinlich aus der Interaktion 
zwischen den Lösungsmitteln und der Proteinoberfläche resultiert, wurden die Ober-
flächeneigenschaften der BAL und der CPCR dahingehend verändert, dass diese Inter-
aktionen möglichst unterdrückt werden und so zu einer Stabilisierung der Enzyme führen.  
 
Durch chemische Modifikation der freien Aminogruppen wurden neue chemische 
Funktionalitäten auf die Proteinoberfläche gebracht, um diese gegenüber Interaktionen mit 
den Lösungsmitteln abzuschirmen. Die Acetylierung mit cyclischen Anhydriden führte zu 
deutlichen Aktivitätsverlusten. Besonders die CPCR wurde fast vollständig inaktiviert und 
auch die BAL zeigte nur Restaktivitäten von maximal 32 %. Dagegen konnte die Modi-
fizierung mit mPEG750 und mPEG2000 für die BAL mit vergleichsweise guten Restaktivitäten 
durchgeführt werden, der Aktivitätsverlust betrug etwa 30-40 % und die Enantioselektivität 
entsprach der des unmodifizierten Enzyms. Die CPCR dagegen wies nach der Modifizierung 
nicht einmal 10 % der Aktivität des nativen Enzyms auf. Gelelektrophoretische 
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Untersuchungen ergaben, dass nur wenige Aminogruppen der BAL für die mPEG-Moleküle 
zugänglich waren, während die CPCR offensichtlich sehr stark modifiziert wurde. Mittels 
Gelfiltration konnte gezeigt werden, dass die Quartärstrukturen erhalten blieben und die BAL 
als Tetramer bzw. die CPCR als Dimer vorlag. Lagerstabilitätsmessungen mit den mPEG-
BAL-Varianten zeigten, dass insbesondere in den Lösungsmittelystemen mit MTBE und 
Toluol eine deutliche Stabilitätssteigerung gegenüber gelösten Lösungsmittelmolekülen 
erzielt wurde (4-fach bzw. 18-fach). Dabei ergab die Modifikation mit dem größeren 
mPEG2000 die besten Resultate. 
 
Mittels gerichteter Mutagenese wurden hydrophobe oberflächenständige Aminosäurereste 
gegen polare, teils geladene Aminosäurereste ausgetauscht, wodurch sich weniger Inter-
aktionen mit den Lösungsmitteln ergeben sollten. Die erzeugten BAL-Varianten wiesen 
größtenteils vergleichbare Aktivitäten auf wie die native BAL, während die meisten CPCR-
Varianten einen deutlichen Aktivitätsverlust zeigten. In beiden Fällen wurde die Enantio-
selektivität der Enzyme durch die Mutationen nicht beeinflusst. Die kinetischen Konstanten 
der BAL-Varianten unterschieden sich kaum von denen der nativen BAL. Die CPCR-
Varianten zeigten sowohl für die Reduktions- als auch für die Oxidationsreaktion höhere 
Wechselzahlen als die native CPCR. Lagerstabilitätsmessungen in den jeweiligen Ein- und 
Zweiphasensystemen ergaben, dass die meisten Varianten eine geringere Stabilität gegenüber 
gelösten Lösungsmittelmolekülen aufwiesen als die nativen Enzyme. Allerdings wurde die 
zusätzliche Inaktivierung an der Grenzfläche zu Toluol (BAL) bzw. MTBE, Cyclohexan und 
n-Heptan (CPCR) durch die eingebrachten Mutationen verringert. 
 
Da für die technische Anwendung insbesondere die Enzymstabilität unter relevanten Prozess-
bedingungen von Bedeutung ist, wurde ein Messaufbau entwickelt, welcher Stabilitäts-
messungen in reaktiven, wässrig-organischen Zweiphasensystemen ermöglicht. Nachdem 
Prozessparameter wie die Verteilung und der Stofftransport aller Reaktanden in den unter-
schiedlichen Zweiphasensystemen charakterisiert wurden, erfolgte die Messung der Prozess-
stabilität der verschiedenen Enzymvarianten. Für die BAL konnte gezeigt werden, dass offen-
sichtlich die Inaktivierung durch das Aldehydsubstrat die Inaktivierung durch die Lösungs-
mittel überlagert, sodass sich kaum Stabilitätsunterschiede in den verschiedenen Zweiphasen-
systemen ergaben. Weder durch die mPEG-Modifizierung noch durch die eingebrachten 
Mutationen wurde die Inaktivierung durch das Substrat unterdrückt. Die CPCR wies unter 
Prozessbedingungen im Zweiphasensystem mit MTBE eine stark reduzierte Halbwertszeit 
auf, wahrscheinlich aufgrund eines kombinierten Effektes der gelösten MTBE-Moleküle und 
des Isopropanols, welches zur substratgekoppelten Cofaktorregenerierung verwendet wurde. 
Die CPCR-Stabilität im reaktiven System mit Cyclohexan und n-Heptan war mit der Stabilität 
unter nicht-reaktiven Bedingungen vergleichbar. Die CPCR-Variante CPCR-I79T,V83S wies 
in allen drei Zweiphasensystemen eine höhere Stabilität auf als die native CPCR, wobei die 
stärkste Stabilisierung gegenüber n-Heptan erzielt wurde (etwa 60 %). 
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5 Anhang 
 
Gleichungen des Kinetik-Modells der BAL-katalysierten Carboligation 
(nach Zavrel et al. 2008) 
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v beschreibt die Reaktionsrate, kcat bzw. kcat,r bezeichnen die Wechselzahl der Hin- bzw. 
Rückreaktion, Keq ist die Gleichgewichtskonstante. E, S und P stehen für die molaren 
Konzentrationen des Enzyms (BAL), des Substrats (2-Furaldehyd) und des Produkts 
(2,2’-Furoin). KmA bzw. KmB und KiA bzw. KiB sind die Bindungs- und Dissoziationskonstanten 
des erst- bzw. zweitbindenden Substratmoleküls (A und B), analog bezeichnet KmP die 
Bindungskonstante des Produkts. 
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DNA-Sequenzen der nativen Enzyme und der Mutanten 
 
Angegeben wurden jeweils die Sequenzen der nativen Enzyme. Die Mutationen sind in rot 
markiert und in grün benannt. Angaben in Klammern beziehen sich auf die Nomenklatur der 
verwendeten Primer. 
 
Benzaldehydlyase (BAL): 
 
   1 ATGGCGATGA TTACAGGCGG CGAACTGGTT GTTCGCACCC TAATAAAGGC TGGGGTCGAA  
 
  61 CATCTGTTCG GCCTGCACGG CGCGCATATC GATACGATTT TTCAAGCCTG TCTCGATCAT 
  
 121 GATGTGCCGA TCATCGACAC CCGCCATGAG GCCGCCGCAG GGCATGCGGC CGAGGGCTAT  
 
 181 GCCCGCGCTG GCGCCAAGCT GGGCGTGGCG CTGGTCACGG CGGGCGGGGG ATTTACCAAT  
 
 241 GCGGTCACGC CCATTGCCAA CGCTTGGCTG GATCGCACGC CGGTGCTCTT CCTCACCGGA  
 
 301 TCGGGCGCGC TGCGTGATGA TGAAACCAAC ACGTTGCAGG CGGGGATTGA TCAGGTCGCC  
 
 361 ATGGCGGCGC CCATTACCAA ATGGGCGCAT CGGGTGATGG CAACCGAGCA TATCCCACGG 
  
 421 CTGGTGATGC AGGCGATCCG CGCCGCGTTG AGCGCGCCAC GCGGGCCGGT GTTGCTGGAT  
 
 481 CTGCCGTGGG ATATTCTGAT GAACCAGATT GATGAGGATA GCGTCATTAT CCCCGATCTG 
                                 I176D (A1)   GCGTCGATAT CCCCGAT 
                          V175N,I177T (A2)   GCAACATTAC CCCCGAT 
                    V175N,I176T,I177T (A3)   GCAACGATAC CCCCGAT  
 
 541 GTCTTGTCCG CGCATGGGGC CAGACCCGAC CCTGCCGATC TGGATCAGGC TCTCGCGCTT  
 
 601 TTGCGCAAGG CGGAGCGGCC GGTCATCGTG CTCGGCTCAG AAGCCTCGCG GACAGCGCGC  
 
 661 AAGACGGCGC TTAGCGCCTT CGTGGCGGCG ACTGGCGTGC CGGTGTTTGC CGATTATGAA  
 
 721 GGGCTAAGCA TGCTCTCGGG GCTGCCCGAT GCTATGCGGG GCGGGCTGGT GCAAAACCTC  
 L248D,P249H (B1)  GGG GGATCACGAT GCT 
 L248N,P249H (B2)  GGG GAACCACGAT GCT 
 
 781 TATTCTTTTG CCAAAGCCGA TGCCGCGCCA GATCTCGTGC TGATGCTGGG GGCGCGCTTT 
 
 841 GGCCTTAACA CCGGGCATGG ATCTGGGCAG TTGATCCCCC ATAGCGCGCA GGTCATTCAG 
 
 901 GTCGACCCTG ATGCCTGCGA GCTGGGACGC CTGCAGGGCA TCGCTCTGGG CATTGTGGCC 
 
 961 GATGTGGGTG GGACCATCGA GGCTTTGGCG CAGGCCACCG CGCAAGATGC GGCTTGGCCG 
                      A338S,A339D (C1)          AAGATTC GGATTGG 
                     A338T,A339S (C2)          AAGATAC GTCTTGG 
                A335K,A338T,A339S (C3)  ACCA AGCAAGATAC GTCTTGG 
 
1021 GATCGCGGCG ACTGGTGCGC CAAAGTGACG GATCTGGCGC AAGAGCGCTA TGCCAGCATC  
 
1081 GCTGCGAAAT CGAGCAGCGA GCATGCGCTC CACCCCTTTC ACGCCTCGCA GGTCATTGCC 
TCTGATAAAT  A362S,A363D (D1) 
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1141 AAACACGTCG ATGCAGGGGT GACGGTGGTA GCGGATGGTG CGCTGACCTA TCTCTGGCTG  
 
1201 TCCGAAGTGA TGAGCCGCGT GAAACCCGGC GGTTTTCTCT GCCACGGCTA TCTAGGCTCG  
 
1261 ATGGGCGTGG GCTTCGGCAC GGCGCTGGGC GCGCAAGTGG CCGATCTTGA AGCAGGCCGC 
 
1321 CGCACGATCC TTGTGACCGG CGATGGCTCG GTGGGCTATA GCATCGGTGA ATTTGATACG 
 
1381 CTGGTGCGCA AACAATTGCC GCTGATCGTC ATCATCATGA ACAACCAAAG CTGGGGGGCG 
  
1441 ACATTGCATT TCCAGCAATT GGCCGTCGGC CCCAATCGCG TGACGGGCAC CCGTTTGGAA 
 
1501 AATGGCTCCT ATCACGGGGT GGCCGCCGCC TTTGGCGCGG ATGGCTATCA TGTCGACAGT 
  
1561 GTGGAGAGCT TTTCTGCGGC TCTGGCCCAA GCGCTCGCCC ATAATCGCCC CGCCTGCATC 
  
1621 AATGTCGCGG TCGCGCTCGA TCCGATCCCG CCCGAAGAAC TCATTCTGAT CGGCATGGAC 
 
1681 CCCTTCGGAT CTCATCACCA TCACCATCAC TAA  
 
 
 
Carbonylreduktase (CPCR): 
 
   1 ATGCACCATC ATCATCACCA CATGTCAATT CCATCAAGCC AGTACGGATT CGTATTCAAT 
   
  61 AAGCAATCAG GACTTAATTT GAGAAATGAT TTGCCTGTCC ACAAGCCCAA AGCGGGTCAA 
                    L24T,V26S (A1) GAT ACCCCTCTCC ACA 
                         V26S (A2) GAT TTGCCTCTCC ACA 
 
 121 TTGTTGTTGA AAGTTGATGC TGTTGGATTG TGTCATTCTG ATTTACATGT CATTTACGAA 
 
 181 GGGTTGGATT GTGGTGATAA TTATGTCATG GGACATGAAA TTGCTGGAAC TGTTGCTGCT 
 
 241 GTGGGTGATG ATGTCATTAA CTACAAGGTT GGTGATCGTG TTGCCTGTGT CGGACCCAAT 
                 ATTCTACCAA CTACAAGTCT GGT  V78S,I79T,V83S (B1) 
           ATGTCACCAA CTACAAGTCT GGT       I79T,V83S (B2) 
                 ATTCTAAAAA CTACAAGGAA GGT  V78S,I79K,V83E (B3) 
 
 301 GGATGTGGTG GGTGCAAGTA TTGTCGTGGT GCCATTGACA ATGTATGTAA AAACGCATTT  
 
 361 GGTGATTGGT TCGGATTGGG GTACGATGGT GGGTATCAAC AGTACTTGTT GGTTACTAGA 
 
 421 CCACGTAACT TGTCTCGTAT CCCAGATAAC GTATCTGCAG ACGTGGCTGC GGCTTCAACT 
 
 481 GATGCTGTAT TGACACCATA TCACGCAATC AAGATGGCTC AAGTGTCACC AACTTCGAAT 
 
 541 ATCTTGCTTA TTGGTGCTGG TGGATTGGGT GGAAATGCAA TTCAAGTTGC CAAGGCATTT 
 
 601 GGTGCGAAAG TTACTGTTTT GGACAAAAAA AAGGAGGCTC GTGACCAAGC AAAGAAGTTG  
 
 661 GGTGCTGATG CAGTTTATGA AACATTGCCA GAATCCATTT CTCCTGGCTC TTTTTCAGCA 
                            AACACGCCCA GAATCCAAAT CTC   L222R,I226K (C1) 
                            AACACAGCCA GAATCCAACT CTC   L222Q,I226N (C2) 
 
 721 TGTTTTGATT TTGTTTCAGT GCAAGCTACA TTTGATGTAT GTCAAAAGTA TGTTGAACCA 
  
 781 AAGGGTGTAA TTATGCCCGT GGGACTCGGT GCTCCTAATT TATCGTTTAA TTTGGGAGAT 
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 841 TTGGCATTGA GAGAAATTCG AATCTTGGGT AGTTTTTGGG GAACTACTAA TGATTTGGAT 
      TTGAAAAAAA GAG    A275K,L276K (D1) 
      TTGAAATTGA GAG    A275K       (D2) 
      TTGAACCAGA GAG    A275N,L276Q (D3) 
 
 901 GATGTTTTGA AATTGGTTAG TGAAGGTAAA GTTAAACCCG TTGTGAGAAG TGCCAAATTG  
                         V307K,V308K (E1) AAACCCA AAAAAAGAA 
                         V307N,V308N (E2) AAACCCA ACAACAGAA 
 
 961 AAGGAATTGC CAGAGTATAT TGAAAAATTG AGAAACAATG CTTATGAAGG TAGAGTTGTT  
 
1021 TTTAATCCAT AG 
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